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1.1 Interaktion von Viren mit zellulären Organellen und dem Cytoskelett 
 
In dieser Arbeit sollen mögliche Interaktionen des Hepatitis A-Virus (HAV) mit zellulären 
Membranen und dem Cytoskelett untersucht werden. Bisher sind für HAV nur wenige 
Details zum Ablauf des Replikationszyklus und den damit verbundenen Virus-Zell-
Interaktionen bekannt, da Analysen durch die geringe Anzahl an Viruspartikeln in der Zelle, 
sowie eine sehr langsam und ineffizient ablaufende Replikation erschwert werden  
(Siegl, 1992; Updike et al., 1991). Im Gegensatz zu anderen Vertretern der Picornaviren, bei 
denen während einer Infektion etwa 10.000 Partikel pro Zelle nachgewiesen werden können, 
werden bei einer HAV-Infektion gerade einmal 10 Viruspartikel pro Zelle identifiziert 
(Anderson, 1987; Racaniello, 2001). Aufgrund der langsamen Replikation, kann eine HAV-
Infektion in Zellkultur erst nach etwa 3-7 Tagen durch eine Immunfluoreszenz-Analyse 
detektiert werden und ein Nachweis der einzelnen Virusproteine ist im Verlauf einer HAV-
Infektion aufgrund von sehr niedrigen Expressionsraten nicht möglich (Flehmig, 1981; 
Updike et al., 1991).  
Im Allgemeinen sind Viren jedoch in erheblichem Ausmaß von der Interaktion mit 
zellulären Membranen und dem Cytoskelett abhängig, um sich erfolgreich zu vermehren. Sie 
benötigen diese Membranen für ihre Replikation, um Kompartimente zu schaffen, in denen 
sie abgeschirmt von anderen Bestandteilen des Cytosols replizieren können, sowie zum 
Eintritt in die Zelle und zur Sekretion neu synthetisierter Virionen. Gleichzeitig interagieren 
Viren mit zellulären Strukturen bzw. mit Komponenten dieser Strukturen, um antivirale 
Abwehrmechanismen zu supprimieren. Virus-Zell-Interaktionen sind somit essentiell für das 
Fortbestehen von Viren und sollen im Folgenden näher beschrieben werden. 
 
1.1.1 Interaktion von Viren mit zellulären Membranen  
 
Bereits vor dem Eintritt in die Zelle interagieren Viren mit bestimmten Rezeptormolekülen 
auf der Plasmamembran der Zelle, um dann meist durch rezeptorvermittelte Endocytose in 
die Zelle aufgenommen zu werden. Bei den umhüllten Viren wird die Rezeptorinteraktion 




gp120-Protein der humanen Immundefizienz-Viren (HIV), oder dem Hämagglutinin der 
Influenza-Viren (Mittal et al., 2002; Stolp & Fackler, 2011). Bei unbehüllten Viren, wie zum 
Beispiel den Picornaviren, zu deren Familie auch das HAV zählt, übernimmt eine bestimmte 
Faltung der Capsidproteine und eine damit verbundene spezifische Capsidstruktur (Canyon) 
die Rezeptorbindung. Über die Rezeptorspezifität werden somit empfängliche Zielzellen 
bestimmt, welche durch die Viren infiziert werden können.  
Für HAV werden zurzeit zwei mögliche Rezeptoren diskutiert der TIM-1 Rezeptor sowie der 
Immunglobulin A-spezifische Asialoglykoprotein-Rezeptor (ASGPR), der exklusiv von 
Hepatocyten exprimiert wird (Dotzauer et al., 2000; Kaplan et al., 1996). 
Nach erfolgter Bindung an den spezifischen Rezeptor erfolgt in den meisten Fällen die 
rezeptorvermittelte Endocytose, wie beispielsweise für Polioviren (PV) und Hepatitis C-
Viren (HCV) beschrieben. Auch Makropinocytose kann, wie im Falle von HIV, nach 
Rezeptorbindung erfolgen. In beiden Fällen werden die Viruspartikel durch das Einstülpen 
der Plasmamembran in die Zelle internalisiert und sind im Cytosol somit von einer Membran 
umgeben (Del Campo et al., 2012; Hogle, 2002; Nanbo et al., 2010).  
Im Cytosol reift das endocytotische Vesikel, welches das Virus enthält, durch die 
Verschmelzung mit Endosomen zu frühen und späten Endosomen oder zu Makropinosomen 
heran, wobei sich die Proteinzusammensetzung im Vesikel ändert und eine Senkung des  
pH-Wertes stattfindet.  
Das Verlassen des Vesikels ist virusspezifisch und kann auf sehr unterschiedliche Weise 
erfolgen, abhängig von einer Reihe weiterer Faktoren wie pH-Wert oder Membran-
zusammensetzung. Bei umhüllten Viren sorgt meist ein verringerter pH-Wert oder aber die 
Anwesenheit von Proteasen für eine Konformationsänderung der Proteine in der Virushülle, 
was ein Verschmelzen mit der Vesikelmembran induziert, wie es unter anderem für das 
Hepatitis B-Virus (HBV) sowie für Filoviren beschrieben wurde. Durch Sequenzanalysen 
und Deletionsstudien konnten Transmembrandomänen innerhalb der S- und L- Proteine des 
HBV und für Filoviren innerhalb des Glykoproteins 2 identifiziert werden, die durch eine 
Konformationsänderung an der Oberfläche der Virushülle präsentiert werden. Dort können 
die Proteine mit endosomalen Membranen interagieren und induzieren dadurch die Fusion 
von Virushülle und Vesikelmembran (Carette et al., 2011; Schädler & Hildt, 2009;  
Takada, 2012). 
Für Dengue-Viren ist hingegen die Lipidzusammensetzung der Vesikel-Membran für die 




Dengue-Viren zwar mit zunehmender Reduktion des pH-Wertes innerhalb des Vesikels eine 
Konformationsänderung der Virushülle stattfindet, eine Interaktion und Fusion mit 
Membranen durch das Glykoprotein E wird jedoch erst in späten Endosomen durch die 
Anwesenheit anionischer Lipide in der Vesikelmembran induziert (Zaitseva et al., 2010). 
Bei unbehüllten Viren ist der Austritt aus dem Endosom bzw. der Eintritt in das Cytosol sehr 
divers und weniger detailliert untersucht und geht meist mit der Freisetzung des Genoms aus 
dem Capsid (Uncoating) einher. Während bei Adenoviren der Austritt durch Lyse des 
Endosoms durch das lytische Capsidprotein pVI induziert wird, findet der Austritt bei den 
meisten Picornaviren nach Konformationsänderung des Capsids durch die Formung einer 
Pore in der Vesikelmembran statt (Hogle, 2002; Seth, 1994; Wodrich et al., 2010).  
Für Rhinoviren ist das Capsidprotein VP4 und für Polioviren sind die Capsidproteine VP4 
und der N-Terminus des VP1 Proteins für die Interaktionen mit Membranen und die damit 
verbundene Formung der Membranpore verantwortlich (Hogle, 2002; Moscufo et al., 1993; 
Panjwani et al., 2014). Auch für HAV belegen neueste Studien über das Capsidprotein VP4 
eine Interaktion mit sowie die Einlagerung des Proteins in Vesikelmembranen endosomalen 
Ursprungs. Nach der Einlagerung erfolgt die Formung von 4-9 nm großen Poren, sodass 
davon ausgegangen werden kann, dass das VP4-Protein den Eintritt von HAV in das Cytosol 
einleitet (Shukla et al., 2014).  
Bei Parvoviren erfolgt der Austritt aus dem endocytotischen Vesikel wiederum durch den 
Abbau des Organells, was durch die Aktivierung von Phospholipasen durch das 
Capsidprotein VP1 induziert wird (Dorsch et al., 2002; Zádori et al., 2001). Anders ist es bei 
Polyomaviren, welche zunächst im endocytotischen Vesikel zum endoplasmatischen 
Retikulum (ER) transportiert werden, das ER passieren, dort von der Membran befreit 
werden und die Zelle infizieren (Qian et al., 2009). Hier soll die Bindung des Capsidproteins 
VP1 an den Glykolipidrezeptor Gangioside GD1a auf der Plasmamembran für das Signal 
zum direkten Transport des Virus-beladenen, endocytotischen Vesikels zum ER 
verantwortlich sein (Qian et al., 2009; Tsai et al., 2003).  
Bei umhüllten Viren kann die Penetration der Plasmamembran auch über ein direktes 
Verschmelzen der Virushülle mit der Plasmamembran nach Rezeptorbindung stattfinden und 
damit die Freisetzung des Capsids in das Cytosol. So wurde für HIV zusätzlich zur 
Internalisierung über Makropinocytose eine direkte Verschmelzung der Virushülle mit der 
Plasmamembran beschrieben, die durch die Interaktion der Glykoproteine gp120 und gp41 




Auch für Herpes Simplex-Viren (HSV) wurde unter anderem der direkte Weg des 
Zelleintritts beschrieben. Hier wird dieser jedoch über die Glykoproteine gD, gB, gH und gL 
vermittelt (Campadelli-Fiume et al., 2007).  
Nachdem das Virusgenom ins Cytosol freigesetzt wurde, erfolgt die Replikation, sowie die 
Translation der Virusproteine. Je nach Virus sind hier spezifische Interaktionen mit 
unterschiedlichen Organellen und Zellstrukturen notwendig, und teilweise wird der 
Stoffwechsel der Zelle stark beeinträchtigt. Nicht zuletzt dienen diese Interaktionen auch der 
Unterdrückung der zelleigenen Immunabwehr, um die Synthese neuer Virionen zu 
gewährleisten. Je nachdem, ob das Virusgenom aus DNA oder RNA aufgebaut ist, erfolgt 
die Replikation in der Regel entweder im Nukleus oder im Cytosol. Die einzige Ausnahme 
für die DNA-Viren stellen die Pockenviren dar, die im Cytosol der Zelle replizieren  
und auf der Seite der RNA-Viren sind es die Influenza- und Bornaviren, deren  
Replikation im Zellkern stattfindet (Buller & Palumbo, 1991; Matsuoka et al., 2013; 
Tomonaga et al., 2002).  
DNA-Viren werden, in Vesikeln eingeschlossen oder unbehüllt, meist über Mikrotubuli zum 
Nukleus transportiert, wo das Genom über Poren in den Kern transportiert wird. Wie zum 
Beispiel für Herpesviren beschrieben, können nach Freisetzung des Capsids in das Cytosol 
mehrere Proteine des inneren Teguments (pUS3, ICP0, pUL14, pUL16, pUL21, pUL36, 
pUL37) direkt mit Dynein und Kinesin, den Motorproteinen der Mikrotubuli interagieren, 
was den Transport zum Nukleus ermöglicht. Am Zellkern interagieren die hydrophoben 
Regionen des Capsids mit den Kernporen und es erfolgt die Öffnung des Capsids, sowie die 
Translokation des Genoms in den Zellkern (Radtke et al., 2010; Sodeik et al., 1997). Das 
Adenovirus Core-Protein V bindet hingegen während des Transportes zum Zellkern nach 
Lyse des endocytotischen Organells an das Mitochondrien-assoziierte Protein p32, um mit 
dessen Hilfe das Genom in den Zellkern zu importieren (Matthews & Russell, 1998). 
Die meisten Signalmoleküle und direkten Interaktionspartner, die für den Transport und 
besonders für die Translokation eine Rolle spielen, sind jedoch noch nicht identifiziert.  
Im Zellkern werden anschließend die zellulären Enzyme zur Transkription des Genoms 
modifiziert und verwendet. Die viralen Proteine werden synthetisiert und es erfolgt die 
Replikation mit entweder zelleigenen und/oder viralen Proteinen. 
Die Replikation von RNA-Viren findet im Cytosol weitestgehend an Membranen gebunden 
statt. Hierzu bedarf es der Ausbildung von Replikationskomplexen (RC; replication 




cytoplasmatischen Membranen, wie die des ERs, des Golgi Apparates, von Endosomen, 
Lysosomen und Mitochondrien induzieren, sowie die Reorganisation von Organellen und 
eine Veränderungen der Struktur und Dynamik des Cytoskeletts zur Folge haben. So werden 
Orte innerhalb des Cytosols geschaffen, in denen die Synthese der viralen Proteine, die 
Transkription sowie die Replikation und auch das Assembly der neuen Virionen stattfinden 
kann. Eine Übersicht über die hier beschriebenen Replikationskomplexe verschiedener Viren 
ist in Abbildung 1 dargestellt.  
 
 
Abb. 1: Übersicht über Replikationskomplexe verschiedener Viren aus unterschiedlichen Membranen 
und Organellen. Unterschiedliche Viren interagieren mit unterschiedlichen Membranen zur Ausbildung ihrer 
Replikationskomplexe. Findet die Replikation an Membranen von Organellen wie Lysosomen, Endosomen 
oder Mitochondrien statt, so sind meist Einstülpungen ihrer Membranen (spherules) zu beobachten. Andere 
Viren verwenden mehrere Membranen unterschiedlicher Herkunft und kreieren damit einen eigenen vom 
Cytosol abgeschirmten Bereich. Eine nähere Beschreibung befindet sich im Text 1.1.1. HSV = Herpes 
Simplex-Virus, HCV = Hepatitis C-Virus. 
 
Während für HAV nahezu keine Information über die zur Replikation rekrutierten 
Membranen vorliegen, konnte für Polioviren (PV), aus der gleichen Familie stammend, 
bereits sehr detailliert beschrieben werden, dass die Viren während einer Infektion die 




Replikationskomplexen nutzen und die Reifung neuer Virionen dadurch abgeschirmt vom 
Cytosol ablaufen kann (Egger et al., 2000; Suhy et al., 2000). Es wird vermutet, dass durch 
eine Interaktion des PV mit ER-Golgi-Intermediate-Compartments (ERGIC) der Transport 
der COPII-Vesikel vom ER zum Golgi Apparat blockiert wird (Beske et al., 2007). Die 
ERGIC-Strukturen stellen eine Art Golgi-Rezeptor dar, an dem eine Sortierung der vom  
ER kommenden Vesikel und den darin enthaltenen Proteinen stattfindet, bevor sie letztlich 
zum Golgi Apparat transportiert werden (Appenzeller-Herzog & Hauri, 2006). Während 
einer PV-Infektion kann ein Zerfall des Golgi Apparates beobachtet werden, der auf die 
Blockierung des ER-zu-Golgi-Transportes zurückgeführt wird. Die aus dem Zerfall 
resultierenden Membranen und Proteine des Golgi Apparates sollen letztlich zur Bildung der 
RCs dienen (Beske et al., 2007). 
Bei Flock House-Viren (FHV) konnte die Induktion von Replikationskügelchen (spherules) 
an Mitochondrienmembranen beobachtet werden. Elektronenmikroskopische Aufnahmen 
zeigen deutlich kugelförmige Bereiche innerhalb der Mitochondrienmembran, in denen 
sowohl die Replikation als auch das Assembly stattfinden. Verantwortlich für die 
Reorganisation der Membranen ist das Protein A, eine RNA-abhängige RNA-Polymerase 
des FHVs, welches sich in der Mitochondrienmembran einlagern kann und dort als Anker 
für die genomische RNA dient (Miller et al., 2001; Venter & Schneemann, 2008).  
Anhand des FHV konnte auch gezeigt werden, dass für die Replikation nicht unbedingt 
spezifische Membranen und deren Milieu benötigt werden, sondern diese lediglich dazu 
dienen, die Replikationskomplexe vom Cytosol der Zelle abzugrenzen und um die 
beteiligten viralen Proteine dort zu konzentrieren. Durch einen Austausch der Zielsequenz 
für die Verankerung in der Mitochondrienmembran, welche am N-Terminus des A-Proteins 
lokalisiert ist, durch verschiedene bereits bekannte Zielsequenzen für das ER, unter anderem 
von HCV, konnte die Bildung von Replikationskomplexen am ER und die Synthese neuer 
Virionen erreicht werden (Miller et al., 2003).  
Das Hepatitis C-Virus (HCV) benötigt und verändert hingegen eine Vielzahl von zellulären 
Strukturen und Organellen für eine erfolgreiche Vermehrung. HCV nutzt die Membranen 
des ERs, des Golgi Apparates und der Mitochondrien, um ein so genanntes „membranous 
web“ für die Replikation zu bilden. Um den Zellkern herum werden dazu große 
Replikationskomplexe aus zelleigenen Proteinen und den HCV-Nicht-Strukturproteinen 
gebildet (Ashfaq et al., 2011a; Kim et al., 2013). Für das Virusassembly werden zusätzlich 




ER-Membranen umschlossen werden. Interaktionen des Core-Proteins und des NS5A mit 
den Lipid Droplet-Membranen sind letztlich für die Zusammensetzung der Virionen 
essentiell (Miyanari et al., 2007). Da Lipid Droplets sowohl für den Lipidmetabolismus als 
auch für die Speicherung von Lipiden verantwortlich sind, wird der Lipidhaushalt durch eine 
HCV-Infektion stark beeinträchtigt. Weiter wurde für HCV eine Interaktion mit 
mitochondrialen Proteinen nachgewiesen, was zum einen durch die Spaltung von MAVS 
durch die HCV-Protease NS3/4A zur Suppression der IFN-β-Induktion führt und zum 
anderen Mitophagie, den Abbau von geschädigten Mitochondrien, durch einen noch nicht 
bekannten Signalweg einleitet (Kim et al., 2013; Li et al., 2005; Okuda et al., 2002). Nicht 
nur Mitophagie, sondern auch Autophagie wird durch eine HCV-Infektion induziert. Beide 
Mechanismen dienen dazu, der durch die Infektion stark gestressten Zelle bei der 
Regeneration und der Beseitigung von geschädigten Organellen zu helfen und eine 
persistierende Infektion zu gewährleisten (Dreux & Chisari, 2011; Kim et al., 2013). 
Praktischerweise nutzt das Semliki Forest-Virus (SFV) die Membranen zur Replikation, mit 
denen es endocytiert wurde. Die membranumschlossenen Replikationskomplexe werden im 
Verlauf der Replikation positiv für endosomale und auch lysosomale Marker und auch der 
pH-Wert wird zunehmend saurer (Froshauer, 1988; Spuul et al., 2010). Es wird vermutet, 
dass das Protein nsP1, ein mRNA-Capping-Enzym, die Bildung von Spherules innerhalb der 
späten Endosomen und Lysosomen induziert (Kujala et al., 2001). Das aus der gleichen 
Familie der Togaviridae stammende Rubella-Virus (RV) bildet ähnlich wie SFV virale 
Replikationskomplexe aus modifizierten, lysosomalen Vesikeln (Magliano et al., 1998). Ob 
auch hier das Protein nsP1 an der Ausbildung der Spherules beteiligt ist, konnte bisher nicht 
geklärt werden. 
Auch die bei der Morphogenese und dem Austritt aus der Zelle involvierten Organellen und 
zellulären Strukturen können je nach Virus sehr unterschiedlich sein. Beide Vorgänge 
erfordern jedoch zelluläre Transportsysteme und Sekretionsvorgänge, welche im nächsten 
Kapitel näher beschrieben werden sollen.  
Die Membranen für die Virushülle erhalten Viren entweder direkt beim Austritt über die 
Knospung an der Plasmamembran, wie zum Beispiel bei den meisten Vertretern der 
Orthomyxo-, Paramyxo-, Retro- und Influenza-Viren, oder aber während des Assemblys 
innerhalb intrazellulärer Endomembranen (Demirov & Freed, 2004; Harrison et al., 2010; 
Matsuoka et al., 2013; Neumann et al., 2004). Das Assembly der Flaviviren findet zum 




an Membranen des Trans-Golgi-Netzwerkes (TGN) und auch an endosomalen Membranen 
(Mettenleiter, 2004; Zaitseva et al., 2010). Letztere werden anschließend über den 
klassischen Sekretionsweg zur Plasmamembran und aus der Zelle transportiert. 
 
1.1.2 Zelluläre Transportwege und Sekretion 
 
Um zum Replikationsort zu gelangen, oder nach dem Assembly die Zelle wieder zu 
verlassen, bieten zelluläre Strukturen und Organellen ein breites Spektrum an 
Transportwegen und Möglichkeiten zur Sekretion. Essentiell für den Transport von 
Proteinen und Organellen ist hierbei das Cytoskelett bestehend aus Aktin und Mikrotubuli, 
die dynamisch auf die verschiedenen zu transportierenden Proteine und Organellen 
reagieren. So ist es nicht verwunderlich, dass Viren das Cytoskelett direkt oder indirekt 
nutzen und modifizieren, um an für sie spezifische Orte innerhalb der Zelle zu gelangen. Für 
HAV wurde jedoch noch keine Interaktion oder Modifikation des Cytoskeletts beschrieben.  
Wie bereits erwähnt, nutzen Herpesviren die Mikrotubuli, um nach dem Eintritt in die Zelle 
zum Zellkern transportiert zu werden. Hierzu binden Tegumentproteine des Virus direkt an 
die Motorproteine Dynein und Kinesin (Dodding & Way, 2011).  
Für das HCV-Core-Protein konnte eine direkte Interaktion mit α- und β-Tubulinen 
nachgewiesen werden, die eine Stabilisierung sowie eine verstärkte Polymerisation der 
Mikrotubuli zur Folge haben (Roohvand et al., 2009). Außerdem können die HCV-Proteine 
NS3 und NS5A sowohl mit Mikrotubuli als auch mit Aktin interagieren und spielen eine 
essentielle Rolle bei der Ausbildung der HCV-Replikationskomplexe (Lai et al., 2008).  
Für das Marburg-Virus konnte ein direkter Transport an Aktinfilamenten nachgewiesen 
werden, durch den das neu synthetisierte Nukleocapsid vom Zellinneren zur 
Plasmamembran transportiert wird (Schudt et al., 2013). Es konnte gezeigt werden, dass 
ausschließlich VP40-assoziierte Nukleocapside über Aktinfilamente transportiert werden. 
Eine direkte Interaktion von VP40 mit Aktin wurde jedoch nicht untersucht  
(Schudt et al., 2013). 
Neben dem direkten Transport nutzten Viren auch den indirekten Transport, der in der Regel 
in Vesikeln eingeschlossen oder an Organellen gebunden, über Mikrotubuli erfolgt. So 
werden die endocytotischen Vesikel von Viren nach dem Eintritt in die Zelle meist dazu 
verwendet, um zum Replikationsort transportiert zu werden. Außerdem können die 




genutzt werden, um zur Plasmamembran zu gelangen und dort freigesetzt zu werden, wie es 
beispielsweise für das Semliki Forest-Virus beschrieben wurde. Hier verschmelzen die  
endo-/ lysosomalen Membranen, die das Virus zum Eintritt in die Zelle und zur Replikation 
nutzt, anschließend wieder mit der Plasmamembran, um das Virus freizusetzen 
(Kujala et al., 2001).  
Auch werden zelluläre Sekretionswege von Viren verwendet oder modifiziert, um 
Membranen zur Entstehung von Replikationskomplexen zu rekrutieren oder um das 
Assembly und die Freisetzung neu synthetisierter Viren zu forcieren.  
So konnte für HAV nachgewiesen werden, dass es die Zelle in Vesikeln verpackt verlassen 
kann (Feng et al., 2013). Das umhüllte HAV, auch eHAV genannt, konnte zudem in zwei 
Fällen im Blut von Schimpansen detektiert werden. Es wird vermutet, dass diese Membranen 
exosomalen Ursprungs sind und dazu dienen, das Virus im Gewebe vor der Neutralisation 
durch Antikörper zu schützen und unbemerkt vom Immunsystem zu verbreiten  
(Feng et al., 2013).  
Generell werden alle sekretorischen Vesikel intrazellulär entlang des Cytoskeletts 
transportiert. Der klassische Transport der COPII-Vesikel vom Golgi zur Plasmamembran 
erfolgt hierbei über das Aktincytoskelett, während andere sekretorische Vesikel 
hauptsächlich über Mikrotubuli zur Plasmamembran gelangen und dort meist nur einen 
kurzen, finalen Abschnitt über Aktinfilamente zurücklegen (Blott & Griffiths, 2002;  
Kowal et al., 2014).  
Bei der klassischen Sekretion werden die am ER gebildeten Proteine über COPII-Vesikel 
vom ER zum Golgi Apparat transportiert, wodurch eine Sortierung der Proteine an ERGIC-
Strukturen stattfindet. Von dort aus werden die Proteine dann weiter über COPII-Vesikel zur 
Plasmamembran transportiert und über Exocytose freigesetzt (Appenzeller-Herzog &  
Hauri, 2006; Lodish et al., 2000).  
Das Poliovirus greift beispielweise schon früh in diesen Sekretionsweg ein. So kann nach 
Infektion mit PV eine Blockierung des ER-zu-Golgi-Transportes identifiziert werden, was 
den Zerfall des Golgi Apparates zur Folge hat (Rust et al., 2001). Die Membranen des ERs, 
des Golgi Apparates und der COP-I-Vesikel sollen PV zur Bildung von Replikationsvesikel 
dienen (Richards et al., 2014). Diese Vesikel reifen während der Replikation zu 
Autophagosomen-ähnlichen Vesikeln heran, welche dann wiederum mit der 
Plasmamembran verschmelzen können, und somit die Freisetzung der Virionen erfolgt 




Einige Flaviviren, welche am rauen ER replizieren, nutzen hingegen den klassischen 
Transportweg vom ER über den Golgi Apparat zur Plasmamembran zur Reifung der 
Virionen innerhalb der Vesikel und zur anschließenden Freisetzung (Mackenzie & 
Westaway, 2001). 
Neben der klassischen Sekretion existieren noch weitere Mechanismen der Freisetzung die 
hier als nicht-klassisch bezeichnet werden, wie zum Beispiel die Freisetzung von Proteinen 
über recyclierende Endosomen, Exosomen, Autophagosomen oder sekretorische Lysosomen. 
Eine Übersicht der Sekretionswege ist in Abbildung 2 dargestellt.  
 
 
Abb. 2: Klassische und nicht-klassische Sekretionswege von Viren. Proteine können, vom ER sezerniert, 
über den Golgi Apparat zur Plasmamembran über klassische, sekretorische Vesikel in den Extrazellularraum 
gelangen. Endosomen, Exosomen, Autophagosomen und sekretorische Lysosomen stellen Komponenten  
nicht-klassischer Sezernierungswege der Zelle dar. Unterschiedliche Viren nutzen diese unterschiedlichen 
sekretorischen Wege, um die neu synthetisierten Virionen aus der Zelle freisetzen zu können. Eine nähere 
Beschreibung befindet sich im Text 1.1.2. CV = Coxackievirus, EBV = Epstein-Barr-Virus, FV = Flavivirus, 
HCV = Hepatitis C-Virus, HEV = Hepatitis E-Virus, HIV = humanes Immundefizienz-Virus, HSV = Herpes 
Simplex-Virus, MV = Masernvirus, PV = Poliovirus, SFV = Semliki Forest-Virus,  = beliebiges Molekül.  
 
Entgegen den detailliert beschriebenen Abläufen der klassischen Sekretion sind die  




von Membranen zwischen den Organellen, als auch eine fehlende, eindeutige Trennung 
einzelner Organellen, die Untersuchungen schwierig.  
Endosomen stellen eine Möglichkeit der Freisetzung dar. Die recyclierenden Endosomen 
transportieren dabei endocytiertes Material oder auch vom Golgi Apparat sezernierte 
Proteine, die zuvor zu den sortierenden Endosomen transportiert wurden und von dort weiter 
zur Plasmamembran. Durch Fusion wird der Inhalt der Endosomen letztlich aus der Zelle 
freigesetzt (Delevoye et al., 2014).  
Das Masernvirus beispielsweise wird in polarisierten Epithelzellen gezielt über Mikrotubuli 
zu recyclierenden Endosomen transportiert, was letztendlich zu einer apikalen Freisetzung 
des Virus führt (Nakatsu et al., 2013). 
Bei der Freisetzung von Proteinen über Exosomen werden diese in Membranen eingehüllt 
sezerniert. Exosomen entstehen in Multivesicular bodies (MVB) durch 
Membraneinstülpungen und Knospung im Inneren des Organells. MVBs sind aus 
endosomalen Membranen zusammengesetzt und sezernieren die enthaltenen Exosomen und 
Proteine durch Fusion mit der Plasmamembran. Extrazelluläre Exosomen können 
anschließend durch Endocytose von benachbarten Zellen wieder aufgenommen werden, 
wodurch diesen Organellen eine wichtige Rolle bei der Zell-Zell-Kommunikation 
zugeschrieben wird (Kowal et al., 2014; Ludwig & Giebel, 2012). Es konnte bereits 
nachgewiesen werden, dass die Endocytose von Exosomen nicht zufällig, sondern  
Zell-spezifisch abläuft. Die Signalmoleküle und Signalmotive sind bis dato jedoch noch 
nicht identifiziert (Denzer et al., 2000; Mallegol et al., 2007). Diese Art der Freisetzung wird 
wie bereits oben erwähnt für eHAV vermutet (Feng et al., 2013). 
Für das Hepatitis E-Virus (HEV) konnte eine solche Freisetzung in Exosomen nachgewiesen 
werden (Nagashima et al., 2014). Auch für das HIV und das Epstein-Barr-Virus sind die 
Freisetzung einzelner Virusproteine, sowie deren Genome über Exosomen nachgewiesen 
worden (Canitano et al., 2013; Columba Cabezas & Federico, 2013). 
Für Autophagosomen oder Autophagosomen-ähnliche Vesikel wurde der Vorgang der 
Sekretion bisher nur in Verbindung mit der Freisetzung von Coxackieviren und HSV 
beschrieben, bei der diese mit der Plasmamembran fusionieren können und dabei die 
Virionen an die Umgebung abgeben (Robinson et al., 2014; Taylor et al., 2009). In wieweit 
und ob eine Sekretion von Proteinen durch Autophagosomen ohne Infektion stattfindet, ist 




Als Letztes bieten die sekretorischen Lysosomen die Möglichkeit der Sekretion (Blott & 
Griffiths, 2002). Sie reifen direkt aus Lysosomen oder auch aus MVBs heran und verfügen 
über die gleichen Eigenschaften wie normale Lysosomen. Sie enthalten Proteasen zur 
Degradation von Proteinen, besitzen einen sauren pH-Wert und erhalten ihre abzubauenden 
oder zu sezernierenden Proteine über Endosomen, dem TGN oder auch durch die Fusion mit 
Autophagosomen. Sekretorische Lysosomen können, so vermutet man, durch den Anstieg 
der Calciumkonzentration in der Zelle von nahezu allen Zelltypen gebildet und reguliert 
werden (Rodríguez et al., 1997). Da sie Proteine enthalten, welche intakt sezerniert werden 
sollen, wird eine Regulation der enthaltenen Proteasen durch die Zelle angenommen  
(Holt et al., 2006).  
Für das HIV existieren beispielsweise Hinweise darauf, dass die Freisetzung der Virionen 
aus CD4+-T-Zellen über sekretorische Lysosomen erfolgt (Jolly et al., 2011). Genaueres ist 
jedoch noch nicht bekannt. 
 
Bei der Analyse einzelner HAV-Proteine nach Überexpression in Zellkultur konnten bereits 
für die Nicht-Strukturproteine 2B, 2C, 2BC, 3A, sowie deren Vorläuferproteine 3AB und 
3ABC Assoziationen mit Membranen oder zellulären Strukturen nachgewiesen werden. 
Auch durch Sequenzanalysen konnten Transmembrandomänen innerhalb der 
Aminosäuresequenzen der viralen Proteine identifiziert werden. Da in dieser Arbeit die 
Interaktionen der HAV-Nicht-Strukturproteine sowie die Interaktionen der Viruspartikel mit 
intrazellulären Membranen untersucht werden sollen, wird im folgenden Abschnitt das 
Hepatitis A-Virus näher beschrieben und bereits bekannte Funktionen und Eigenschaften der 
HAV-Proteine vorgestellt.  
 
1.2 Das Hepatitis A-Virus 
 
Das Hepatitis A-Virus gehört zur Familie der Picornaviridae und ist der einzige Vertreter 
der Hepatoviren (Coulepis et al., 1982; Ticehurst et al., 1983). Das einzelsträngige  
RNA-Genom, welches in Plusstrangorientierung vorliegt, ist von einem unbehüllten, 
ikosaedrischen Nukleocapsid umgeben, welches einen Durchmesser von 27 nm aufweist 
(Feinstone et al., 1973; Ticehurst et al., 1983).  
Die Übertragung von HAV erfolgt fäkal-oral durch Schmutz- und Schmierinfektionen, über 




verbreitet (Dotzauer, 2008). Das Virus weist in vivo einen starken Hepatotropismus auf und 
die Leber ist wahrscheinlich der einzige Replikationsort des Virus (Vallbracht et al., 1993). 
Es ist der häufigste Erreger der Gelbsucht und obwohl ein Impfstoff vorhanden ist, werden 
jährlich etwa 1,4 Millionen, durch HAV-Infektionen verursachte, akute Leberentzündungen 
gemeldet (WHO, 2014). Im Gegensatz zu anderen Hepatitis-Viren verläuft die 




Nach der oralen Aufnahme gelangt das Hepatitis A-Virus aus dem Magen-Darm-Trakt über 
einen noch nicht vollständig geklärten Weg über das Blut in die Leber und infiziert dort 
Hepatocyten (Dotzauer et al., 2000). Der Eintritt in die Zelle erfolgt über  
Rezeptor-vermittelte Endocytose nach Bindung an entweder den TIM-1 Rezeptor und/oder 
den ASGP-Rezeptor. Beide Rezeptoren werden als mögliche Interaktionspartner diskutiert, 
wobei der ASGPR, welcher exklusiv auf Hepatocyten exprimiert wird, den Hepatotropismus 
von HAV erklären würde (Dotzauer et al., 2000; Kaplan et al., 1996).  
Neuste Studien konnten zeigen, dass das HAV-Protein VP4 mit endosomalen 
Vesikelmembranen interagieren kann. Es lagert sich dort ein und kann dort circa 5-9 nm 
große Poren ausbilden (Shukla et al., 2014). So ist anzunehmen, dass HAV die 
endocytotischen Vesikel durch Bildung einer Pore verlässt und in das Cytosol gelangt. Ob 
das Genom dadurch freigesetzt wird, ist jedoch noch unklar.  
Im Cytosol kann dann die genomische RNA, welche eine Länge von 7,5 kb aufweist, direkt 
für die Synthese der HAV-Proteine verwendet werden (Brown et al., 1991). Sie besitzt einen 
einzigen open reading frame (ORF), der für ein 250 kDa großes Polyprotein (P0) codiert. 
Neben dem ORF ist das Genom beidseitig von einer 5´-nicht-translatierten Region (NTR) 
und einer 3´-NTR flankiert. Die 5´-NTR ist kovalent mit dem VPg (Virus protein genome-
associated) verbunden und enthält außerdem eine Internal ribosomal entry site (IRES), die 
die Cap-unabhängige Translationsinitiation ermöglicht. Am Ende der 3´-NTR befindet sich 
eine poly-A-Sequenz (Abb. 3) (Cohen et al., 1987; Ticehurst et al., 1983). 
Das Polyprotein ist in drei Bereiche gegliedert, P1 bis P3. Die P1-Region ist der N-terminale 
Bereich, der für die Strukturproteine (VP1-VP4), die Proteine des Capsids, kodiert. Die  




verschiedene, jedoch noch weitestgehend ungeklärte Aufgaben bei der Replikation und dem 
Virusassembly übernehmen (Totsuka & Moritsugu, 1999).  
Noch während der Translation wird das Polyprotein durch die virale Protease 3Cpro, welche 
durch Autoproteolyse abgespalten wird, in die einzelnen Proteine prozessiert  
(Harmon et al., 1992; Schultheiss et al., 1994; Siegl, 1992). Die Ausnahme bilden die 
Spaltung von VP1-2A, durch eine bisher unbekannte zelluläre Protease (Martin et al., 1999; 
Rachow et al., 2003) und die Spaltung von VP4-VP2, durch einen noch gänzlich 
unbekannten Mechanismus (Gauss-Müller et al., 1986; Rachow et al., 2003;  
Tesar et al., 1993). Anders als bei anderen Vertretern der Picornaviren, besitzt das 2A-
Protein von HAV keine Protease-Aktivität, sondern scheint beim Virusassembly und der 
Reifung eine wichtige Rolle zu spielen, da es während einer Infektion auf der Oberfläche 
von HAV-Virionen nachweisbar ist (Cohen et al., 2002; Martin et al., 1999;  
Rachow et al., 2003). Die Prozessierung des Polyproteins sowie bekannte oder mögliche 
Funktionen der einzelnen Virusproteine sind in Abbildung 3 dargestellt.  
Die Spaltung des Polyproteins beginnt zwischen dem 2A- und dem 2B-Protein und  
es entsteht mit fortschreitender Prozessierung ein Konzentrationsgefälle von  
Proteinintermediaten und reifen HAV-Proteinen (Harmon et al., 1992; Totsuka & 
Moritsugu, 1999). Sowohl die Intermediate als auch die reifen HAV-Nicht-Strukturproteine 
dienen unter anderen zur Ausbildung von Replikationskomplexen. Die bei der Replikation 
involvierten Membranen sind jedoch noch nicht eindeutig identifiziert. Bei der Replikation 
dient vermutlich das VPg (3B), wie beim Poliovirus, als Primer für die Replikation der RNA 
durch die RNA-abhängige RNA-Polymerase 3D (Beneduce et al., 1999).  
Für die Bildung des Capsids lagern sich zunächst P1-2A-Intermediate zu Pentameren 
zusammen und werden anschließend durch die 3C-Protease weiter zu VP4-VP2, VP3  
und VP1-2A gespalten. Die Zusammenlagerung von 12 solcher Pentamere mit der 
genomischen RNA führt zur Bildung eines Pro-Virions (Borovec & Anderson, 1993;  
Rachow et al., 2003). Anschließend folgen noch zwei weitere Reifungsspaltungen von  
VP4-VP2 und von VP1-2A, die, wie bereits beschrieben, nicht durch die 3C-Protease 





Abb. 3: Struktur der HAV-RNA und die Prozessierung des HAV-Polyproteins sowie putative oder 
beschriebene Funktionen der viralen Proteine. Das Polyprotein wird durch die Cap-unabhängige Translation 
der genomischen RNA durch die IRES-Sequenz synthetisiert. Während der Synthese erfolgt die Prozessierung 
des Proteins durch die virale Protease 3C. Es entstehen Intermediate und reife HAV-Proteine, die wichtige 
Funktionen bei der Replikation (2B-3D) sowie bei der Zusammensetzung neuer Virionen (VP1-2A) 
übernehmen. Eine detaillierte Beschreibung befindet sich im Text 1.2.1. Verändert nach Dotzauer (2008).   
 
Die reifen oder auch unreifen, neu synthetisierten Virionen verlassen die Leberzellen 
anschließend auf einem nicht-lytischen, bisher noch unbekannten Weg, entweder in die 
Galle und weiter zum Darm, wo sie über Faeces ausgeschieden werden, oder zurück ins 
Blut, wo sie im Gewebe weitere Hepatocyten infizieren können (Bradley et al., 1976;  







1.2.2 Interaktion von HAV-Nicht-Strukturproteinen mit Wirtsmembranen 
 
Für eine erfolgreiche Vermehrung ist eine Interaktion von Virusproteinen mit den 
intrazellulären Wirtsmembranen essentiell. Für HAV sind bis heute weder die an der 
Replikation beteiligten Membranen, noch der Ort für die Morphogenese bekannt. Da HAV 
in Zellkultur nur sehr langsam und ineffizient repliziert, sodass die Replikation erst nach  
24 bis 48 Stunden nachgewiesen werden kann und nur etwa 10 Viruspartikel pro Zelle 
nachzuweisen sind, gestaltet sich die Analyse der Replikation und des Assemblys sowie die 
Identifizierung der daran beteiligten Proteine schwierig. Aufgrund der geringen 
Expressionsrate der Virusproteine können diese während einer Infektion in Zellkultur nicht 
detektiert und somit auch nicht lokalisiert werden (Pintó et al., 2007; Siegl, 1992;  
Updike et al., 1991).  
Durch Sequenzanalysen und durch die Analyse der überexprimierten HAV-Proteine konnten 
dennoch Transmembrandomänen sowie Membranassoziationen der HAV-Nicht-
Strukturproteine 2B, 2C und 3A sowie deren Intermediate 2BC und 3AB und 3ABC 
nachgewiesen werden. Auch wurden diese Membranassoziationen sowie die damit 
verbundenen Auswirkungen auf die Zelle für einige der HAV-Proteine bereits detaillierter 
analysiert und beschrieben, was in diesem Kapitel zusammenfassend dargestellt werden soll. 
Das 2B-Protein hat ein Molekulargewicht von etwa 28 kDa und besitzt die Eigenschaften 
eines peripheren Membranproteins (Jecht et al., 1998). Sequenzanalysen zeigten, dass die  
C-terminale, hydrophobe Region zwischen AS 175-195 das Potential zur Bildung einer 
amphiphatischen α-Helix hat (Garriga et al., 2011; Gosert et al., 2000). Zum einen konnte 
das 2B-Protein nach Überexpression an der luminalen Seite von Vesikeln unbekannten 
Ursprungs detektiert werden (Jecht et al., 1998), zum anderen wurden Veränderungen von 
intrazellulären Membranen sowie eine erhöhte Permeabilität festgestellt (Gosert et al., 2000; 
Jecht et al., 1998). So konnte durch elektronenmikroskopische Aufnahmen die Entstehung 
eines tubulär-vesikulären Netzwerkes nahe dem rauen ER, den Mitochondrien und dem 
Zellkern festgestellt werden (Gosert et al., 2000). Später wurde durch 
Fluoreszenzmikroskopie eine Kolokalisation mit dem ER beobachtet, und dieses 
Kompartiment als möglicher Ort der Replikation angesehen (de Jong et al., 2008). Auch 
konnte für HAV-2B eine Suppression der Immunantwort durch Interferenz mit den Kinasen 
IKKε und TBK-1 sowie mit MAVS und eine damit verbundene, verringerte  




Kolokalisation des Proteins mit Mitochondrien festgestellt (Paulmann et al., 2008). Die 
Suppression der IFN-β-Transkription konnte zudem, wenn auch in abgeschwächter Form, 
nach Überexpression der Proteine 2BC und 2C nachgewiesen werden. Auch während einer 
HAV-Infektion konnte die IFN-β-Suppression nachgewiesen werden, was die Funktion der 
Proteine bestätigt (Brack et al., 2002; Paulmann et al., 2008). 
Das Proteinintermediat 2BC ist etwa 70 kDa groß und besitzt, wie das HAV-2C-Protein  
(35 kDa), die Eigenschaft eines integralen Membranproteins (Kusov et al., 1998). Hierfür 
scheint die N-terminale, amphiphatische α-Helix zwischen AS 10-35 des HAV-2C essentiell 
zu sein (Kusov et al., 1998). Anhand mikroskopischer Aufnahmen konnte gezeigt werden, 
dass sowohl die Überexpression von 2BC als auch die Überexpression von 2C zu einem 
Rearrangement des ERs hin zu einem kristalloiden ER (cER) führt (Teterina et al., 1997a). 
Diese Strukturen konnten jedoch nicht während einer HAV-Infektion identifiziert werden, 
sodass sie entweder eine Folge der Überexpression der membranbindenden Proteine sind 
oder aber die Rearrangements während der Infektion in so geringem Maße auftreten, dass sie 
nicht detektierbar sind. Wie bei 2B, konnte bei Expression von 2BC eine erhöhte 
Permeabilität von Membranen festgestellt werden (Jecht et al., 1998). 
Weiter konnte für 2C in vitro die Möglichkeit zur Bindung von RNA gezeigt werden, was 
die Hypothese unterstützt, dass die Replikation an ER-Membranen gebunden stattfindet 
(Kusov et al., 1998). Zudem konnte nach Überexpression von 2C in FRhK-4-Zellen eine 
stark reduzierte Proteinbiosynthese nachgewiesen werden (Schwarz, 2011). Auch zeigte sich 
nach Überexpression in E.coli ein cytotoxischer Effekt in Form von verringertem Wachstum, 
einer reduzierten Proteinbiosynthese und einer erhöhten Durchlässigkeit der Bakterien-
membran (Kusov et al., 1998).  
Von den HAV-Proteinen der P3-Region besitzt das 3A-Protein als Einziges eine 
Transmembrandomäne und dient nachweislich den Intermediaten der P3-Region als 
Membrananker (Beneduce et al., 1999; Pisani et al., 1995). Die amphiphatische α-Helix 
zwischen AS 40-60 ist zentral gelegen und verleiht dem etwa 17 kDa großen Protein die 
Eigenschaft eines integralen Membranproteins (Beneduce et al., 1997; Ciervo et al., 1998).  
Als Anker für das Intermediat 3AB soll 3A dazu dienen, das 3B-Protein (VPg) als Primer für 
die Replikation von HAV zu den Membran-gebundenen Replikationskomplexen zu 
dirigieren. Bestätigend dafür wurden für das Intermediat sowohl Interaktionen mit dem 
Intermediat 3CD, der HAV-Protease und Polymerase, als auch mit RNA nachgewiesen 




Auch als Intermediat 3ABC wurde die Funktion von 3A als Membrananker beschrieben. Es 
wurde nachgewiesen, dass sich das 3A-Protein in der Membran der Mitochondrien verankert 
und damit die Protease 3C in räumliche Nähe zu MAVS bringt, was letztendlich zur 
Spaltung von MAVS führt und damit zur Suppression der IFN-β-Transkription  
(Paulmann et al., 2008; Yang et al., 2007). 
 
1.2.3 Reifung und nicht-lytische Freisetzung 
 
Da im Verlauf dieser Arbeit die finalen Schritte der Virusreifung sowie die nicht-lytische 
Freisetzung von HAV zunehmend an Bedeutung gewannen, werden die bisherigen 
Erkenntnisse dazu in diesen Kapitel eingehender beschrieben. 
Während die am Virusassembly beteiligten Membranen noch unbekannt sind, konnte der 
Verlauf des Assemblys, die Bildung des Capsids durch die Zusammenlagerung der 
Capsidproteine, bereits genauer beschrieben werden (siehe 1.2.1). Essentiell für die Initiation 
des Assemblys und anders als bei anderen Vertretern der Picornaviren ist hierfür das  
2A-Protein, welches bei HAV eine Verlängerung des VP1 darstellt, bei anderen Picornaviren 
jedoch zusätzlich zu 3Cpro, proteolytische Aktivität ausweist (Jia et al., 1991;  
Kusov et al., 1992). Bei HAV gilt das 2A-Protein im Intermediat P1-2A als primäres Signal 
für die Zusammenlagerung der Capsid-Pentamere und ist letztendlich für die Bildung des 
Capsids verantwortlich (Cohen et al., 2002; Probst et al., 1998). Alle Produkte des 
Virusassemblys, wie Pentamere, Pro-Capside, Pro-Virionen und auch reife Virionen konnten 
in Zellkultur nachgewiesen werden (Anderson & Ross, 1990; Bishop & Anderson, 1997). Es 
konnte gezeigt werden, dass Pro-Virionen bereits infektiös sind und sowohl Pro-Virionen als 
auch riefe Virionen von den Zellen freigesetzt werden (Bishop & Anderson, 1997). 
Deletionsstudien haben gezeigt, dass sowohl der N-Terminus als auch der C-Terminus des 
2A-Proteins für die Initiation des Assemblys essentiell sind (Cohen et al., 2002). Als 
Proteinintermediat VP1-2A befindet sich das 2A-Protein an der Oberfläche des Capsids und 
wird als finaler Reifungsprozess von einer noch unbekannten, zellulären Protease 
abgespalten (Martin et al., 1999; Rachow et al., 2003). Für diese Dissertation von großer 
Bedeutung waren vor allem die Befunde von Morace et al., welche in vitro die Spaltung des 
VP1-2A-Proteins durch verschiedene Proteasen untersucht haben, und sowohl Trypsin als 
auch die lysosomale Protease Cathepsin L als mögliche, zelluläre Spaltungsenzyme 




intra- als auch extrazellulär in Zellkultur identifiziert werden, während im Stuhl  
HAV-infizierter Personen nur reife Virionen nachgewiesen werden konnten  
(Anderson & Ross, 1990; Feng et al., 2013; Rachow et al., 2003). 
Anders als bei den meisten Picornaviren verursacht eine HAV-Infektion von Zellkulturen 
keine cytolytischen Effekte, da das Virus durch einen nicht-lytischen Mechanismus 
freigesetzt wird. Die Schädigung der Leberzellen, die bei einer HAV-Infektion in vivo 
beobachtet wird, wird durch die Aktivierung CD8+-cytotoxischer T-Lymphocyten  
verursacht, die in die Leber einwandern und die infizierten Zellen zerstören  
(Vallbracht et al., 1986, 1989). In Zellkultur können somit persistierende Infektionen von 
HAV erzeugt, und die infizierten Zellen über Monate kultiviert werden (Gauss-Müller & 
Deinhardt, 1984; Vallbracht et al., 1984). 
Über die nicht-lytische Freisetzung von HAV ist bis heute nur wenig bekannt. Schon früh 
konnte jedoch gezeigt werden, dass das Virus in Schüben aus der Zelle sezerniert wird, ein 
Hinweis dafür, dass dieser Vorgang reguliert ablaufen muss (Blank et al., 2000;  
Snooks et al., 2008). Da HAV fast ausschließlich Hepatocyten infiziert, und diese eine starke 
Polarität aufweisen, wurde auch die Richtung der Freisetzung analysiert. Doch die 
Ergebnisse zeigten zum Teil gegensätzliche Resultate, sodass davon ausgegangen werden 
kann, das HAV-Partikel sowohl basolateral in das Blut als auch apikal in die Gallenwege 
sezerniert werden (Blank et al., 2000; Snooks et al., 2008).  
Frühe elektronenmikroskopische Aufnahmen konnten bereits zeigen, dass HAV-Partikel 
intrazellulär in Vesikeln eingeschlossen sind und auch extrazellulär mit Membranen  
umhüllt vorkommen, was die Virionen vor der Neutralisation durch Antikörper schützt  
(Asher et al., 1988; Heinricy et al., 1987; Lemon & Binn, 1985; Shimizu et al., 1982). 
Neuste Studien dazu konnten in Membranen umhülltes HAV (eHAV) in 
Zellkulturüberständen nachweisen, in denen sowohl reifes HAV, aber hauptsächlich unreifes 
HAV enthalten ist, bei dem das 2A-Protein noch nicht von VP1 abgespalten wurde  
(Feng et al., 2013). Auch im Blut von Schimpansen konnte eHAV nachgewiesen werden 
(Feng et al., 2013). Durch entsprechende Marker und aufgrund der Größe der  
HAV-enthaltenden Vesikel wird vermutet, dass es sich um Membranen exosomalen 
Ursprungs handelt (Feng et al., 2013). Da im Stuhl bisher nur reifes Virus gefunden wurde, 
kann gemutmaßt werden, dass es zwei verschiedene Mechanismen zur Freisetzung von HAV 
gibt. Zum einen die basolaterale Freisetzung ins Blut als eHAV in Exosomen zur 




anderen die apikale Freisetzung, um über die Gallenwege in den Stuhl zu gelangen. Auch die 
Tatsache, dass die Behandlung von eHAV mit Gallensäften nicht zum Abbau der Membran 




Interaktionen von Virusproteinen mit intrazellulären Membranen sind für eine erfolgreiche 
Vermehrung von Viren essentiell. Trotz der zahlreichen Erkenntnisse über die 
Charakteristiken und Eigenschaften einzelner Proteine des Hepatitis A-Virus sind jedoch 
weder die an der Replikation von HAV beteiligten Membranen sowie der Ort des 
Assemblys, noch der Mechanismus der nicht-lytischen Freisetzung bekannt. Deshalb sollen 
in dieser Arbeit mögliche Membraninteraktionen sowie die Induktion von intrazellulären 
Strukturveränderungen anhand von überexprimierten HAV-Proteinen in Zellkultur 
untersucht werden. Speziell sollen die HAV-Proteine und auch deren Intermediate analysiert 
werden, die Transmembrandomänen besitzen oder bei denen diese postuliert wurden (2B, 
2C, 2BC, 3A, 3AB, 3ABC).  
Die daraus gewonnenen Erkenntnisse sollen letztlich dazu verwendet werden, die 
Membraninteraktionen oder Strukturveränderungen im Verlauf einer HAV-Infektion in 
Zellkultur zu untersuchen, um Informationen über die zur Replikation rekrutierten 
Membranen sowie über die Reifung und Freisetzung von HAV zu gewinnen.  
 
  













FRhK-4: Fetale Rhesusaffen-Nierenzellen, Laboratory of Hepatitis Research, CBER/FDA, 
Bethesda, Maryland, USA. 
HepG2: Zelllinie isoliert aus einem hepatozellulären Karzinom (Aden et al., 1979). 
HEK2937T: Variante von menschlichen embryonalen Nierenzellen (HEK293). Sie 
exprimieren zusätzlich das SV40 large T-Antigen, welches die DNA-Replikation von 
episomalen Plasmiden mit dem "SV40 origin of replication" ermöglicht (Pear et al., 1993). 
 
2.1.3 Bakterien 
Escherichia (E.) coli: Stämme C3040, DH5α und HB101. 
 
2.1.4 Plasmide 
pI.18: CMV-Promotor kontrollierter Expressionsvektor (~ 4000bp), der eine, von zwei 
Exonsequenzen (Splice Donor/Akzeptor) flankierte Intron A-Sequenz enthält. Während der 
mRNA-Prozessierung wird diese Sequenz herausgeschnitten und führt zu einer stark 
gesteigerten Expression. Zur Selektion in Bakterien dient ein Ampicillin-Resistenzgen. 
Dieser Vektor wurde zur Expression von HAV-Proteinen verwendet. Hierfür standen  
bereits die Expressionsvektoren von verschiedenen HAV/7-Proteinen zur Verfügung (siehe 




Tabelle 1) (Magulski (2007) & Domsgen (2008)). pI.18 wurde zur Verfügung gestellt von 
Dr. J. Robertson (NIBSC, Herfordshire, UK). 
Tabelle 1: Verwendete pI.18-Plasmide 
Plasmid Hergestellt von: 
pI.18-2B Magulski, 2007 
pI.18-2BC Magulski, 2007 
pI.18-2B-myc Domsgen, 2008 
pI.18-2C Magulski, 2007 
pI.18-Flag-2B Domsgen, 2008 
pI.18-mycHIS Domsgen, 2008 
pI.18-Flag Domsgen, 2008  
 
pcDNA-3.1: Basisvektor der Firma Invitrogen (5336bp). Er wurde für eine moderate 
Expression der HAV/7-Proteine unter einem CMV-Promoter verwendet. Zur Selektion in 
Bakterien dient ein Ampicillin-Resistenzgen. Für die Expression der HAV-Proteine 2B und 
3A lagen bereits die Plasmide pcDNA3.1-2B und pcDNA3.1-3A vor (Magulski, 2007). 
pLKO.1-puro: Replikations-inkompetenter, lentiviraler Vektor der dritten Generation 
(7032bp). Rückgrat zur Klonierung und Expression von gewünschten shRNAs. Zur 
Selektion in Bakterien dient ein Ampicillin-Resistenzgen. Eine Selektion in Eukaryoten ist 
über Puromycin möglich. Zur Klonierung neuer shRNAs unter einem U6-Promoter dienen 
die Schnittstellen AgeI und EcoRI. Zur Verfügung gestellt von Bob Weinberg über Addgene 
(#8453). 
pMD2.G: Hüllplasmid (5824bp). Helferplasmid zur Verpackung der shRNAs. Es kodiert für 
das Hüllprotein VSV-G des Vesicular Stomatitis-Virus (VSV). Zur Verfügung gestellt von 
Didier Trono über Addgene (#12259). 
psPAX.2: Verpackungsplasmid (10703bp). Helferplasmid zur Verpackung der shRNAs. Es 
beinhaltet dabei die HIV-1 Gene gag, pol und rev, welche essentiell für das Assembly der 











Tabelle 2: Verwendete Primer, die für die Klonierung von HAV-Expressionsplasmiden oder für die 
qPCR eingesetzt wurden.  
Name Sequenz [5'-3'] Verwendung 
2A SfuI rev GCCTTCGAATTGTGAAAACAGTCCCTTC Klonierung  
2B-antisense CGCCGGATATCTACTGAGTCCTTAACTCCATCA Klonierung  
2BC-BglII-for CGCCAGATCTGCCAAAATTTCTCTTTTTTA Klonierung  
2BC-KpnI-Start-for CCCGGTACCACCATGGGTGTTGGATTAATAGCAG Klonierung  
2B-M2-SfuI rev CGCCCTTCGAATTCCTGAACTCCAGAC Klonierung  
2B-sense GGTTGGGTACCACCATGGCCAAAATTTCTCTTTTTTA Klonierung  
2C-BglII-for CGCCGAGATCTAGTTTTTCCAACTGGTTAAGAG Klonierung  
2C-KnpI-Start-for CCCGGTACCACCATGAGTTTTTCCAACTGGTTAAGAG Klonierung  
2C-SfuI-rev GCCTTCGAACTGAGACCACAACTCCATGA Klonierung  
2C-XhoI-Stop-rev GCCCTCGAGCTACTGAGACCACAACTCCATGA Klonierung  
3ABC-EcoRI-Stop-rev CGCCCGAATTCCTACTGACTTTCAATTTTCTTATC Klonierung  
3ABC-SfuI-rev CGCCCTTCGAACTGACTTTCAATTTTCTTATC Klonierung  
3AB-EcoRI-Stop-rev GCCGAATTCCTACTGAGATTCTACTGGATCTGC Klonierung  
3A-BglII-for CGCCGAGATCTGGAATTTCAGATGATG Klonierung  
3AB-SfuI-rev GCCTTCGAACTGAGATTCTACTGGATCTGC Klonierung  
3A-EcoRI-Stop-rev GCCGAATTCCTATTCAGCTGGGATTGGTTCC Klonierung  
3A-KpnI-Start-for CCCGGTACCACCATGGGAATTTCAG ATGATG Klonierung  
3A-SfuI-rev GCCTTCGAATTCAGCTGGGATTGGTTCC Klonierung  
B2M for TGAATTGCTATGTGTCTGGGT qPCR 
B2M rev TCTTCAAACCTCCATGATGCT qPCR 
Cyc for AAGACTGAGTGGTTGGATGG qPCR 
Cyc rev GAGCACAAAGATTCTAGGATACTG qPCR 
qLAMP2 rev TGTCAAATTAAGTTCCAATGCATAA qPCR 
qLAMP2 for GCTCGTTCTGGTCTGCCTA qPCR 
ß-Actin for AGAAGAGCTACGAGCTGCCTGACG cDNA-Test 
ß-Actin rev CGTCATACTCCTGCTTGCTGATCC cDNA-Test 
VP1 Start KpnI for CCCGGTACCACCATGGTTGGAGATGATTCTGG Klonierung  
VP2 SfuI rev GCCTTCGAATTGTGTAGAAAGAGGAG Klonierung  
VP2 Start KpnI for CCCGGTACCACCATGGACATTGAGGAAGAGC Klonierung  











2.1.6 Antikörper und Fluoreszenzfarbstoffe 
 
Tabelle 3: Verwendete Antikörper und Fluoreszenzfarbstoffe, um Zellstrukturen oder auch  
HAV-Partikel sowie überexprimierte HAV-Proteine zu detektieren. 
Name  Firma; Katalognummer 
bovine anti-rabbit IgG HRP konjugiert Santa Cruz; sc-2370 
goat anti-mouse Alexa Fluor® 488 Invitrogen; A-11001 
goat anti-mouse Alexa Fluor® 568 Invitrogen; A-11004 
goat anti-mouse IgG HRP konjugiert Santa Cruz; sc-2005 
goat anti-rabbit Alexa Fluor® 488 Invitrogen; A-11008 
goat anti-rabbit Alexa Fluor® 568 Invitrogen; A-11011 
LysoTracker® Red DND-99 Invitrogen; L7428 
MitoTracker® Red CMX Ros Invitrogen; M7513 
mouse anti-58K Golgi Protein Abcam; ab27043 
mouse anti-Actin Abcam; ab14128 
mouse anti-Catalase Santa Cruz; sc-365738 
mouse anti-EEA1 Abcam; ab70521 
mouse anti-ERGIC Santa Cruz; sc-271517 
mouse anti-Flag Abcam; ab18230 
mouse anti-HAV [7E7] Mediagnost; M30 
mouse anti-LAMP2 Abcam; ab25631 
mouse anti-LC3B Acris Antibodies GmbH; AM20213PU-N 
mouse anti-MAVS Abcam; ab55032 
mouse anti-Mitochondria Abcam; ab3298 
mouse anti-myc aus Hybridomzelllinie 9e10 
mouse anti-PDI Abcam; ab2792 
mouse anti-Sec31 Santa Cruz; sc-136233 
mouse anti-Tubulin Abcam; ab7291 
Phalloidin CF405 Biotinum; 00044 
rabbit anti-Flag Sigma; F7425 
rabbit anti-HAV-3A Genovac 
rabbit anti-HAV-2B Genovac 
rabbit anti-HAV-2C Genovac 
rabbit anti-IRF3 Santa Cruz; sc-9082 
rabbit anti-myc Abcam; ab9106 












Tabelle 4: Verwendete Chemikalien. 
Name Firma 
Aceton VWR Prolabo Chemicals 
Acrylamid Roth 
Agar „Bacto Agar“  Becton & Dickinson 
Agarose “LM-MP” low melting point”  Roche 
Agarose „Biozym LE Agarose” Biozym 
Ammoniumpersulfat Serva 
Ampicillin Serva 





DAPI Sigma Aldrich 
Diethylpyrocarbonat Sigma Aldrich 
Diethylether Riedel-de Haën 
Dimethylsulfoxid Merck 
Dinatriumhydrogenphosphat Riedel-de Haën 
DMEM (mit L-Glutamin) Sigma Aldrich 
Dithiothreitol Sigma Aldrich 
Ethylendiamintetraacetat Sigma Aldrich 
Ethylenglycoltetraacetat Roche 
Eindeckmedium (Glycerol/PBS) Euroimmun 
Entwickler und Fixierer „Adefodur“  Adefo 
Essigsäure (Eisessig) Fluka 
Ethanol vergällt VWR Prolabo Chemicals 
Ethanol p.a. Roth 
Ethidiumbromid Sigma Aldrich 
Glucose Merck 
Glycerol Riedel-de Haën 
Glycin Roth 
HCl VWR Prolabo Chemicals 
Hefe-Extrakt „Bacto Yeast Extract“ Becton & Dickinson 
Immersionsöl “Immersol F”  Zeiss 
Isoamylalkohol (Isopentylalkohol) Merck 
Isopropanol (2-Propanol) Roth 
Kaliumacetat Riedel-de Haën 
Kaliumchlorid Riedel-de Haën 
Kaliumdihydrogenphosphat Riedel-de Haën 
Kanamycin Serva 
Magnesiumchlorid Merck 
Magnesiumsulfat Riedel-de Haën 








N-Lauroyl-Sarcosin (Sarcosyl) Sigma Aldrich 
N'N'-bis-methylene-acrylamide Merck 
OptiPrepTM Sigma 
Phenol (TE-gesättigt) Roth 
Polybrene Sigma 
Polyethylenimin Sigma Aldrich 




Thiazolyl Blue Tetrazoliumbromid Sigma 
Tris Base (Tris-hydroxymethyl-aminomethan) Sigma Aldrich 
Triton X-100 Serva 
Trypan Blau  Sigma Aldrich 





2.1.8 Puffer und Lösungen 
 
Tabelle 5: Verwendete Puffer und Lösungen. 
Name Zusammensetzung 
1 % FCS DMEM; P/S  5 mL Penicillin (100 U/mL) / Streptomycin  
(100 mg/mL) und 5 ml FCS in 500 ml DMEM 
1% Sarcosyl 1 % (w/v) Sarcosyl in 20 mM Tris (pH 8,0) 
10 % FCS DMEM; P/S 5 ml Penicillin (100 U/mL) / Streptomycin  
(100 mg/mL) und 50 mL FCS in 500 mL DMEM 
2x HBS 274 mM NaCl, 10 mM KCl, 1,4 mM Na2HPO4,  
15 mM D-Glucose, 42 mM HEPES, pH 7,05 
30% Acrylamid/Bisacrylamid 30% Acrylamid, 2,67% N'N'-bis-methylene-
acrylamid 
6x SDS-Probenpuffer 65% Upper Tris, 30% Glycerol, 10% SDS, 0,6 M 
DTT, 0,012 g Bromphenolblau 
Blottingpuffer 250 mM Tris base, 1,92 mM Glycine 
Bradford-Reagenz 1/5 VT BioRad Protein Assay; 4/5 VT H2O  
Cäsiumchlorid (CsCl) 50 g CsCl in 65 ml 20 mM Tris (pH 8,0) lösen, 
Refraktionsindex von 1,3865 mit 20 mM Tris 
einstellen 
DMEM Dulbecco´s Modified Eagle´s Medium mit 2 mM  
L-Glutamin und 26 mM NaHCO3 




DNA-Probenpuffer 40 % Sucrose, 1 mM EDTA (pH 8), 0,1 % SDS und 
0,05 % Bromphenolblau in H2O 
DNA-Längenstandard („1 kb Ladder“) 60 μL 1 kb Ladder (Invitrogen), 40 μL 10 x TAE-
Puffer, 100 μL DNA-Probenpuffer, 300 μL H2O, 10 
min bei 56 °C inkubieren 
Elektrophoresepuffer 125 mM Tris base, 960 mM Glycine, 0,5% SDS 
Homogenisierungsmedium (HM) 0,25 M Sucrose, 1mM EDTA, 20 mM Hepes-NaOH,  
pH 7,4 
LB-Agar LB-Medium (500 mL) mit 7,5 g Agar  
LB-Medium 5 g Trypton, 2,5 g Yeast Extract, 4 g NaCl  
Miniprep Lösung 1 50 mM Glukose, 10 mM EDTA, 10 mM Tris,  
pH 8,0 ; autoklavieren, kurz vor Gebrauch: Zugabe 
von 2 mg/mL Lysozym 
Miniprep Lösung 2 0,2 M NaOH, 1 % (w/v) SDS 
Miniprep Lösung 3 3 M Natriumacetat, pH 4,8 
Lower Tris 1,5M Tris base, 0,4% SDS, pH 8,8 
NaCl-gesättigtes Isopropanol Isopropanol ausschütteln in 10 mM Tris (pH 8,0) /  
1 mM EDTA, gesättigt mit NaCl 
OptiPrepTM Diluet 0,25 M Sucrose, 6 mM 
EDTA, 120 mM Hepes-NaOH, pH 7,4 
Paraformaldehyd 4 % Paraformaldehyd in PBS 
PBS 140 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 6,5 mM Na2HPO4 und 
1,5 mM KH2PO4 in H2O, pH 7,2 
RIPA-Puffer 50 mM Tris HCl; pH 7,4; 150 mM NaCl; 5 mM 
EDTA; 5 mM EGTA; 1/100 Protease Inh. Cocktail;  
1 mM PMSF; 0,5 % Tx-100 
RNase freies H2O 0,1 % Diethylpyrocarbonat (DEPC) in H2O 
SOC 0,5 % Hefe, 2 % Tryptone, 10 mM NaCl, 2,5 mM 
KCl, 10 mM MgCl2, 10 mM MgSO4, 20 mM 
Glukose  
Solubilisierungslösung 1 (SL 1) 10 % SDS in 0,01 N HCl 
Solubilisierungslösung 2 (SL 2) 10 % SDS und 0,6 % HCl in DMSO 
TAE-Puffer 40 mM Tris Base, 5 mM Na-Acetat und 1 mM 
EDTA in H2O, pH 7,8 
TBST 20 mM Tris base, 150 mM NaCl, 0,1% Tween-20, 
pH7,6 
TfB I 30 mM Kalium-Acetat, 50 mM MnCl2, 100 mM 
RbCl, 10 mM CaCl2 und 15 % Glycerol in H2O,  
pH 5,8 
TfB II 10 mM MOPS, 75 mM CaCl2, 10 mM RbCl und 15 
% Glycerol in H2O 
Upper Tris 0,5M Tris base, 0,4% SDS, pH 6,8 









2.1.9 Kits und Standards 
 
Tabelle 6: Verwendete Kits und Größenstandards. 
Name Firma 
100x Protease Inhibitor Cocktail Fermentas 
Alkalische Phosphatase mit Reaktionspuffer Roche 
Bio-Rad Protein Assay BioRad 
Complete Protease Inhibitor Tablets Roche 
DNA-Ladder 1 kb Längenstandard Invitrogen 
DyNamoFlash SYBr Geen qPCR Kit Fermentas 
ECL-Reagenz Western Blotting Luminol Santa Cruz 
FirstStrand cDNA Synthesis Fermentas 
GeneRuler 1kb Plus DNA-Längenstandard Fermentas 
Lenti-XTM GoStixTM Clontech 
Ligase Fermentas, Roche 
Lysozym Serva 
MolTaq Polymerase mit 10xTaq-Puffer Molzym 
NucleoBond Xtra Maxi EF Macherey & Nagel 
PAGERuler MW Größenstandard Fermentas 
PeqGold TriFast PeqLab 
Restriktionsenzyme mit Puffer New England Biolabs, Roche 
RNase Fermentas 
RNase Inhibitor RiboLock Fermentas 
RQ1 DNase mit Reaktions- und Stoppuffer Promega 
 
 
2.1.10 Verbrauchsmaterialien  
 
Tabelle 7: Verwendete Materialen. 
Name Hersteller 
Bakterienröhrchen, 14 mL Greiner 
Combitips Eppendorf 
Deckgläschen, rund (ø 15 mm) Menzel-Gläser 
Dialyseschläuche „Visking“  Serva 
Einmalküvetten, 1,5 mL Plastik Plastibrand 
Filterpapier „Schwarzband“  Sartorius 
Glasobjektträger (76 x 26 mm) Menzel-Gläser 
Kanülen (0,9 x 40 mm und 0,45 x 25 mm) B. Braun 
Kimwipes lite (Wischtücher) Kimberly-Clark 
Nitrocellulosemembran „Protean“  Schleicher & Schuell 
Parafilm „M“ American National Can 





PCR-Reaktionsgefäße „PCR 8-Strip Tubes“ Eppendorf 
Pipettenspitzen Eppendorf 
Quick-Seal-Röhrchen (Polyallomer) Beckmann 
Reaktionsgefäße 1,5 mL und 2 mL („Eppendorf-Cups“) Eppendorf 
Röntgenfilme Konica 
Spritzen B. Braun 
Sterilfilter für Spritzen „Millex“  Millipore 
Ultra-ClearTM Tubes  Beckmann 
Ultrafree-MC Filter (0,45 μm) Millipore 
Whatman Chromatographie-Papier Whatman 
Zellkulturplastikwaren Nunclon Δ Nunc 
Zellschaber Nunc 
Zentrifugenröhrchen 15 und 50 mL („Falcons“) Greiner 
 
 
2.1.11 Geräte und Hilfsmittel 
 
Tabelle 8: Verwendete Geräte und Hilfsmittel. 
Name Hersteller 
Chemikalien Digestorium Prutscher 
Confokales Lasermikroskop LSM 510 Zeiss 
DNA Thermal Cycler Perkin Elmer 
Eismaschine Scotsman 
Elektrophoresekammer DNA SUB Cell BioRad 
Elektrophoresekammer Wide Mini SUB Cell BioRad 
ELISA-Reader MWG Biotech 
EPPI-Pistill Schuett Biotec 
Feinwaage Sartorius 
Fluoreszenzmikroskop Axioskop 2 Zeiss 
Fuchs-Rosenthal-Zählkammer Assistent 
Gene Amp PCR-System 2400 Perkin Elmer 
Glaspipetten Hirschmann EM 
Glaswaren Brand, B. Braun, Schott 
Inkubator Certomat HK Biotech International 
Kolbenhubpipetten (μL- /Multi-Pipetten) Eppendorf, Gilson 
Lichtmikroskop Hund Wetzlar 
Magnetrührtisch RCT basic Ika Labortechnik 
Mehrkanalpipetten (8 Kanäle) Eppendorf 
Messzylinder VitLab 
Mini-PROTEAN® Tetra Cell System BioRad 
Netzwerkgerät Power PAC 300 BioRad 
Peristaltikpumpe "Perimax 12" SpeTec 




pH-Meter "Checker" HANNA 
Photometer DU 640 Beckmann 
Pipettierhilfe „Acuboy“  TecNoMara 
Pipettierhilfe „Pipetboy acu“  Integra Biosciences 
Quarzküvetten Suprasil Hellma 
Refraktometer  Optronic 
Reinstwassersystem “NANOpure”  Barnstead International 
Saugpumpe “Vacuboy”  Integra Biosciences 
Schüttler Red Rotor Hoefer 
SpeedVac SC110 Savant 
Sterilwerkbank LaminAir HB 2448 Heraeus Instruments 
Sterilwerkbank Typ CA/REV 4 Clean Air 
Thermomixer 5436 Eppendorf 
Ultraschallgerät Sonoplus HD 200 Bandelin 
UV-Tisch Mighty Bright Hoefer Scientific Instruments 
Vortexer VF2  Ika Labortechnik 
Waage Sartorius 
Wärmebad Memmert 
Wärmeinkubator Heraeus Instruments 
Wet Transfer Tank Hoeffer 
Zentrifuge 5403  Eppendorf 
Zentrifuge GS-6R Beckmann 
Zentrifuge MiniSpin Plus Eppendorf 






2.2.1 Präparation von Nukleinsäuren 
 
2.2.1.1 Photometrische Konzentrationsbestimmung von Nukleinsäuren 
Die Konzentration von Nukleinsäuren wurde photometrisch bestimmt. In Lösung haben 
Nukleinsäuren eine maximale UV-Absorption bei 260 nm. Eine Absorption von 1,0 
entspricht einer Konzentration von 40 μg/mL für RNA und 50 μg/mL für dsDNA. Die 
Konzentration einer Lösung ist proportional zur gemessenen Absorption. Zur Messung der 
Konzentration wurden 100 μL einer 1:100 (RNA) oder 1:50 (DNA) in deionisiertem H2O 
hergestellten Verdünnung in Quarzküvetten mit einer Schichtdicke von 1 cm verwendet. Die 
Reinheit der RNA bzw. DNA kann durch das Verhältnis der Absorption von Nukleinsäure 
(A260) zu Proteinen (A280) bestimmt werden, da die Absorption bei 280 nm durch das 




Vorhandensein aromatischer Aminosäuren in Proteinen erhöht wird. Der Quotient 
A260/A280 sollte bei RNA zwischen 1,8 und 2,0 und bei DNA zwischen 1,7 und 2,0 liegen. 
Für alle folgenden Experimente wurde ausschließlich deionisiertes H2O verwendet, es wird 
jedoch nicht mehr ausdrücklich darauf hingewiesen.  
 
2.2.1.2 RNA-Extraktion 
Zur Extraktion von RNA aus Zellkulturen wurde peqGOLD TriFastTM (PeqLab) verwendet. 
Hierfür wurde das Medium der Zellen entfernt und eine entsprechende Menge (Well einer  
6-Well-Platte = 1 mL; 6 cm Dish = 2mL) des peqGOLD TriFast auf die Zellen gegeben und 
die Zellen 45 Sekunden durch auf und ab pipettieren resuspendiert. Nach 5 minütiger 
Inkubation bei Raumtemperatur (RT) wurde die Lösung in ein 1,5 mL Cup überführt und  
10 min bei 12.000xg bei 4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde in ein neues Cup überführt, 
mit 200 μL Chloroform versetzt und nach 15 sekündigem Schütteln für 10 min bei RT 
inkubiert. Nach anschließender 5 minütiger Zentrifugation bei 12.000xg (4°C) wurde die 
obere, RNA-haltige Phase in ein neues Cup überführt, 500 μL Isopropanol wurden zugefügt,  
2 Sekunden geschüttelt und für 15 min auf Eis inkubiert. Nach 10 minütiger Zentrifugation 
(12.000xg; 4°C) wurde das Isopropanol verworfen und das RNA-Pellet dreimal mit 1 mL  
75 %EtOH in DEPC-H2O gewaschen (12.000xg; 10 min; 4°C). Dann wurde das RNA Pellet 
circa 3 Minuten getrocknet und anschließend in 30 μL DEPC-H2O gelöst, aliquotiert und bei  
-80°C gelagert.    
 
2.2.1.3 DNA-Verdau 
Um mögliche DNA-Verunreinigungen aus der extrahierten RNA zu entfernen wurde diese 
mit DNase (RQ1; Promega) behandelt. Für den Verdau wurde in einem Volumen von 10 μL 
die gewünschte Menge an RNA zugegeben, mit 1 μL 10x DNase-Puffer versehen, 1 U/μg 
RNA an DNase zugefügt und mit DEPC-H2O aufgefüllt. Nach 30 minütiger Inkubation bei 
37°C wurde 1 μL der Stopp-Lösung zugefügt und die Reaktion bei 65°C für 10 Minuten 
erhitzt, um die DNase zu deaktivieren. Im direkten Anschluss wurde die RNA für die reverse 
Transkription verwendet. 




2.2.1.4 Reverse Transkription 
Für die Umschreibung von RNA in cDNA wurde das FirstStrand cDNA Synthesis Kit von 
Fermentas nach Angaben des Herstellers verwendet. Es wurde der gesamte Ansatz aus dem 
DNA-Verdau verwendet. Die Transkription erfolgte mit Hilfe von Hexamer-Primern. Die 
cDNA wurde anschließend in 2 μL Aliquots aufgeteilt, bei -80°C gelagert und mit Hilfe von 
β-Aktin-Primern der Erfolg der Transkription durch eine PCR überprüft.  
 
2.2.1.5 Polymerase-Kettenreaktion (PCR) 
Die PCR wurde sowohl zur Amplifikation von DNA bestimmter HAV/7-Proteine zur 
späteren Herstellung entsprechender Expressionsvektoren verwendet als auch zur  
semi-quantitativen Analyse der Cathepsin L-Expression.  
Die Reaktion wurde in einem Volumen von 50 μL durchgeführt. Für die Amplifikation von 
DNA der HAV-Proteine wurden 500 ng Ausgangsmaterial verwendet, für die 
Quantifizierung der Expression jeweils 2 μL der RT-Reaktionsansätze. Dazu wurden 
folgende Reagenzien verwendet: 0,2 mM dNTP-Mix, 1/10 Volumen 10x Taq-Puffer, je  
0,6 μM Primer (forward und reverse) und 1 Unit MolTaq. Es wurde folgendes 
Temperaturprogramm für die PCR verwendet: 10 min 94 °C Denaturierungsphase,  
30 Zyklen mit 1 min 94 °C Denaturierung, 1 min 56 °C (HAV-Proteine) bzw. 52°C 
(Quantifizierung) Annealing und 1 min 72 °C Extension und abschließend eine einmalige 
10-minütige Extension bei 72 °C. Die anschließende Überprüfung und Auswertung erfolgte 
durch eine Agarose-Gelelektrophorese (siehe 2.2.1.8). 
 
2.2.1.6 Real-Time PCR 
Zur Quantifizierung der Expression von LAMP2 während einer HAV-Infektion wurde eine 
Real-Time PCR (qPCR) durchgeführt (LightCycler® 480; Roche). Hierfür wurde das 
DyNamo Flash SyBr Green qPCR Kit von Fermentas nach Angaben des Herstellers 
verwendet. Zuvor präparierte cDNA von Mock-infizierten, drei und sieben Tage HAV-
infizierten HepG2-Zellen wurde dafür 1:1000 verdünnt eingesetzt. Als Referenzgene dienten 
Beta-2-Mikroglobulin (B2M) und Cyclophillin (Cyc). Es wurden jeweils drei biologische 




und drei technische Replikate analysiert. Die Auswertung erfolgte mit der LightCycler® 480 
Software, Version 1.5 (Roche). 
 
2.2.1.7 Aufreinigung von DNA 
Die Aufreinigung von DNA erfolgte durch eine Phenol-Chloroform-Extraktion. Dazu wurde 
zunächst das Volumen der DNA-Lösung auf 500 μL mit H2O eingestellt. Anschließend 
wurden 500 μL Phenol (TE-gesättigt) zugegeben, 2 min geschüttelt und 2 min bei 14.000xg 
und RT zentrifugiert. Die obere, DNA-enthaltende, wässrige Phase wurde in ein neues 2 mL 
Cup überführt, 250 μL Chloroform/Isoamylalkohol (24:1 v/v) und anschließend 250 μL 
Phenol (TE-gesättigt) zugegeben. Es wurde erneut 2 min geschüttelt und 2 min bei 14.000xg 
und RT zentrifugiert. Wieder wurde die obere Phase in ein neues Cup überführt, 500 μL 
Chloroform/Isoamylalkohol (24:1 v/v) zugegeben und 2 min geschüttelt und 2 min bei 
14.000xg und RT zentrifugiert. Die obere Phase wurde erneut in ein neues Cup überführt 
und anschließend 1/10 Volumenteil (VT) 3 M Natrium-Acetat (pH 4,8; 4°C) und, nach 
Durchmischung, 2,5 VT 100 % EtOH (-20 °C) zugegeben. Es folgte die DNA-Fällung für  
30 min bei -80 °C. Die DNA wurde 30 min, bei 14.000xg und 4 °C pelletiert und 
anschließend das Pellet zweimal mit 1 mL 70 % EtOH (-20 °C) gewaschen (14.000xg,  
15 min und 4 °C). Nach Vakuum-Trocknung des Pellets für 4-5 min wurde dieses in 20 μL 
sterilem H20 aufgenommen. Es folgte eine Konzentrationsbestimmung (siehe 2.2.1.1).  
 
2.2.1.8 Agarose-Gelelektrophorese 
Zur Analyse bzw. Isolation von DNA wurden Agarosegele bzw. Low-Melting-Point (LMP) -
Agarosegele mit 0,8 % oder 1,5 % (w/w) Agarose/LMP-Agarose in TAE-Puffer mit  
0,5 μg/mL Ethidiumbromid angesetzt. Die Nukleinsäuren wurden durch Zugabe von 1/6 VT 
DNA-Probenpuffer beschwert und bei konstanter Spannung von 80-120 Volt voneinander 
getrennt. Ein DNA-Längenstandard wurde zur Identifikation der Größe der DNA-Fragmente 
aufgetragen. Die Auswertung erfolgte mit Hilfe eines UV-Transilluminators.  
Der Einsatz der LMP-Agarose ermöglichte eine spätere Isolation eines bestimmten DNA-
Fragmentes. Nach Elektrophorese kann das gewünschte DNA-Fragment unter UV-Licht 




ausgeschnitten und aufgrund des sehr niedrigen Schmelzpunktes der LMP-Agarose 
extrahiert werden (siehe 2.2.1.9).  
 
2.2.1.9 DNA-Extraktion aus einem LMP-Agarosegel 
Um DNA aus dem LMP-Gel zu isolieren wurde das Gelstück in einem 2 mL Cup bei 56°C 
im Thermomixer erhitzt und 1 VT H2O (56°C) zugegeben. Nach weiterer Zugabe von 1 VT 
TE-gesättigtem Phenol (56°C) wurde 2 min gevortext und 2 min bei 14000xg zentrifugiert, 
um eine Phasentrennung zu erhalten. Die obere, wässrige DNA-haltige Phase wurde in ein 
neues Cup überführt und mit 1 VT Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol gemischt, 2 min 
geschüttelt und weitere 2 min bei 14000xg zentrifugiert. Die obere Phase wurde erneut in ein 
neues Cup überführt und mit 1 VT TE-gesättigtem Phenol versetzt, geschüttelt und 
zentrifugiert (s.o.). Die obere Phase wurde ein weiteres Mal in ein neues Cup überführt. 
Dieses Mal wurden 2,5 VT H2O-gesättigter Ether zugegeben, geschüttelt und zentrifugiert 
(s.o.). Die obere Etherphase wurde verworfen und die untere, wässrige Phase noch zweimal 
mit H2O-gesättigtem Ether gewaschen. Die DNA wurde anschließend durch eine EtOH-
Fällung präzipitiert und in sterilem H2O gelöst (siehe 2.2.1.7).  
 
2.2.1.10 Auffüllreaktion mit Klenow-Fragment 
Um eine korrekte Restriktion von PCR-Produkten zu gewährleisten, wurden die 3‘-Enden 
durch das Klenow-Fragment (DNA-Polymerase 1; Fermentas) aufgefüllt. Es wurde 45 μL 
des PCR Ansatzes verwendet und mit 4 μL 0,1 M MgCl und 1 U Klenow-Fragment versetzt. 
Nach einer Inkubation von 15 min bei 37°C wurde die DNA anschließend aufgereinigt 
(siehe 2.2.1.7). 
 
2.2.1.11 Dephosphorylierung von Plasmid-DNA 
Um nach einer Restriktion von Plasmid-DNA eine Religation zu verhindern, wurden die 
Phosphatgruppen am 5‘-Ende der DNA durch die alkalische Phosphatase (AP; Roche) 
hydrolysiert. Es wurde der gesamte Restriktionsansatz (40 μL) verwendet und 1/10 VT 
Reaktionspuffer sowie 5 U AP zugefügt und auf 50 μL Reaktionsvolumen aufgefüllt. Die 




Dephosphorylierung erfolgte bei 37°C für 30 min. Die Reaktion wurde durch Zugabe des 
DNA-Probenpuffers gestoppt und die DNA wurde direkt auf ein LMP-Agarosegel 
aufgetragen (siehe 2.2.1.8).  
 
2.2.1.12 Restriktionsspaltung von DNA 
Um eine erfolgreiche Ligation von Plasmid und DNA-Fragment durchführen zu können 
sollten beide zueinander komplementäre DNA-Enden besitzen, welche durch Restriktion mit 
entsprechenden Spaltungsenzymen hergestellt werden können. Auch kann Plasmid-DNA mit 
Hilfe der Restriktion auf die richtige Identität hin überprüft werden.  
Hierfür wurden jeweils 1 μg DNA in einem Volumen von 20 μL mit 5 U Enzym und  
1/10 VT des Enzym-spezifischen Puffers für 2 h verdaut. Für größere DNA-Mengen wurden 
das Reaktionsvolumen sowie die Reagenzien entsprechend erhöht. Die Insertion der DNA 
der jeweiligen HAV-Proteine in pI.18-myc erfolgte über die Schnittstellen KpnI und SfuI 
und die Insertion in pI.18-Flag über die Schnittstellen BglII und EcoRI. 
 
2.2.1.13 DNA-Ligation 
Die Insertion der DNA der HAV-Proteine in die entsprechenden Plasmide erfolgte durch die 
Ligationsreaktion. Es wurde ein molares Vektor/Insert-Verhältnis von 1:5 gewählt. Zu einem 
Reaktionsvolumen von 40 μL wurden 1/10 Ligase-Puffer und 2 U Ligase zugegeben und für 
mindestens 30 min bei RT inkubiert. Anschließend wurde 1/10 der Reaktion für die 
Transformation von Bakterien verwendet (siehe 2.2.2.1).  
 
2.2.2 Vermehrung und Isolierung von Plasmid-DNA 
 
2.2.2.1 Transformation chemisch-kompetenter Bakterien 
Zur Vermehrung von Plasmid-DNA wurden die Bakterien Stämme E.coli: DH5α, HB101 
und für die lentiviralen Plasmide E.coli C3040 verwendet.  
Für die Transformation von DH5α und HB101 wurden entweder 1/10 des Ligationsansatzes 
oder 100 ng Plasmid-DNA verwendet. Diese wurden mit 50 μL kompetenter Bakterien 




vermischt und 20 min auf Eis inkubiert. Es folgte ein Hitzeschock für 2 min bei 42°C. 
Anschließend wurden 4 VT LB-Medium zugegeben und die Bakterien für 1 h bei 37°C auf 
dem Schüttler inkubiert. Die ganze Suspension wurde anschließend auf selektive, 
Antibiotika-enthaltende LB-Agar-Platten ausplattiert und über Nacht bei 37°C inkubiert.  
50 μL der E.coli C3040 wurden ebenfalls für die Transformation mit 100 ng Plasmid-DNA 
gemischt und 30 min auf Eis inkubiert. Es folgten ein Hitzeschock von 30 sec und eine 
Inkubation von 5 min auf Eis. Es wurden 950 μL SOC-Medium zugegeben und die 
Suspension für 1 h bei 30°C schüttelnd inkubiert. Zuletzt wurden 100 μL der Suspension auf 
selektive LB-Agar-Platten aufgetragen und diese über Nacht bei 37°C inkubiert. 
 
2.2.2.2 Minipräparation 
Zur Präparation von geringen Mengen an Plasmid-DNA wurde entweder das Plasmid 
Miniprep Kit II von PeqLab verwendet, wenn gereinigte DNA benötigt wurde, oder zur 
Überprüfung der erfolgreichen Insertion einer DNA-Sequenz in ein Plasmid ein hauseigener 
Assay verwendet. Die Präparation über das Kit wurde nach Angaben des Herstellers 
durchgeführt.  
Zur Überprüfung der ligierten Plasmid-DNA durch den hauseigenen Assay wurden zunächst 
mehrere Transformanden-Klone von der LB-Platte gepickt und über Nacht bei 37°C in 3 mL 
Kulturen mit entsprechendem selektiven Antibiotikum schüttelnd inkubiert. 1 mL der 
Übernachtkultur wurde für 30 sec bei 9000xg in Cups zentrifugiert. Die restliche Kultur 
wurde bis zur Maxipräparation bei 4 °C gelagert. Zum Bakterienpellet wurde 100 μL Lösung 
1 gegeben, es wurde durch vortexen gelöst und zur Lyse 5 min bei RT inkubiert. 
Anschließend wurden 100 μL Lösung 2 zur Suspension gegeben, gemischt und 5 min bei  
60 °C zur vollständigen Lyse erhitzt. Es wurden 150 μL Lösung 3 zugegeben, kurz gevortext 
und zur Neutralisation 15 min auf Eis inkubiert. Nach Zentrifugation für 10 min bei 
14.000xg wurde der Überstand in ein neues Cup überführt, 1 mL 100 % EtOH (-20 °C) 
hinzu gegeben und 30 min bei -80 °C gefällt. Es folgte eine Zentrifugation für 20 min bei 
14.000xg. Das Pellet wurde zweimal mit 1 mL 70 % EtOH (-20 °C) gewaschen, 
anschließend getrocknet und in 50 μL sterilem H2O aufgenommen. Zur Überprüfung der 
Plasmid-DNA wurde eine Restriktionsspaltung mit 20 μL der Präparation und geeigneten 
Enzymen durchgeführt (siehe 2.2.1.12). Zur Entfernung der RNA wurde zusätzlich RNase 
zur Restriktionsreaktion gegeben.  





Zur Präparation großer Mengen an Plasmid-DNA wurde entweder das NucleoBond Xtra 
Maxi EF Kit nach Angaben des Herstellers (Macherey & Nagel) verwendet oder eine  
CsCl-Dichtegradientenzentrifugation (verändert nach Sambrook et al. (1989)) durchgeführt. 
Dazu wurden zunächst 20 μL der Übernachtkultur aus der Minipräparation in 5 mL  
LB-Medium über Nacht schüttelnd bei 37 °C inkubiert, um am nächsten Tag mit 500 μL der 
Suspension 500 mL LB-Medium zu überimpfen und erneut über Nacht schüttelnd bei 37 °C 
zu inkubieren. Die Bakteriensuspension wurde für 20 min bei 2500xg und 4 °C zentrifugiert, 
der Überstand wurde verworfen und das Bakterienpellet in 20 mL TES-Puffer resuspendiert. 
Es folgte eine Zentrifugation für 10 min bei 3200xg und 4 °C. Zur Lyse wurde das Pellet in  
22 mL STET-Puffer gelöst, in einen 100 mL Erlenmeyerkolben überführt, 1 mL 
Lysozymlösung hinzu gegeben, über dem Bunsenbrenner für 40 sec aufgekocht und auf Eis 
kurz abgekühlt. Die Zellbestandteile wurden durch 45 minütige Zentrifugation bei 33.000xg 
und 4 °C pelletiert und der plasmidhaltige Überstand in neue Röhrchen gegeben und zur 
Fällung mit 1 VT Isopropanol gemischt. Nach Inkubation bei -80 °C für 30 min wurde die 
DNA für 60 min bei 18.500xg und 4 °C pelletiert, und das Pellet für 10 min im Vakuum 
getrocknet. Das Pellet wurde in 8,7 mL einer 1 %igen Sarcosyl-Lösung resuspendiert und 
die Plasmidlösung zu 9,4 g Cäsiumchlorid in 50 mL Falcons gegeben und gelöst. Nach 
Zugabe von 900 μL Ethidiumbromid-Lösung (10 mg/mL in H2O) wurde die Lösung in 
Quick-Seal-Zentrifugenröhrchen überführt, mit Mineralöl überschichtet, austariert und 
zugeschweißt. Bei der anschließenden Ultrazentrifugation für 20 h bei 263.000xg und 20 °C 
(Rotor: FW 65) stellt sich ein CsCl-Gradient ein, in dem sich Plasmid-DNA und genomische 
DNA entsprechend ihrer Dichte bandenförmig separierten, während RNA pelletiert wird. 
Die DNA-Banden wurden unter UV-Licht nach der Zentrifugation sichtbar gemacht und die 
Plasmid-DNA mit einer 5 mL Spritze abgezogen, in Falcon-Röhrchen überführt und auf  
12 mL mit einer CsCl-Lösung aufgefüllt. Es folgte eine erneute Ultrazentrifugation für 24 h 
bei 218.000xg und 20 °C (Rotor: FW 65) und die Überführung der DNA-Banden. Zur 
Entfernung des Ethidiumbromids aus der Plasmid-DNA-Lösung wurde diese fünfmal mit  
1 VT NaCl-gesättigtem Isopropanol ausgeschüttelt. Der Erfolg der Reinigung wurde unter 
UV-Licht sichtbar gemacht. Zur Entfernung des CsCl aus der Lösung wurde eine Dialyse 
gegen 5 mM Tris (pH 8,0) bei 4 °C unter Rühren über Nacht durchgeführt. Es folgten die 




Konzentrationsbestimmung und zur Überprüfung der DNA eine Restriktion (siehe 2.2.1.1 
und 2.2.1.12).  
Die Sequenzierung der Plasmide erfolgte durch die GATC Biotec AG. Die Sequenz wurde 
mit Hilfe der Software ClustalW2 (EMBL-EBI) auf ihre Richtigkeit überprüft. Im Zuge 
dieser Arbeit wurden folgende Plasmide hegestellt:  
Tabelle 9: Hergestellte Plasmide zur Expression von HAV-Proteinen in Zellkultur. 
Name Name 
pcDNA3.1-2BC pI.18-3ABC-myc* Borchardt, 2012 
pcDNA3.1-2C pI.18-3AB-myc* Skorubskaya, 2012 




pI.18-3AB pI.18-Flag-3AB* Skorubskaya, 2012 
pI.18-3ABC pI.18-Flag-3ABC* Borchardt, 2012 
pI.18-3A-myc   
*wurden in von mir betreuten Bsc-Arbeiten hergestellt 




2.2.3.1 Kultivierung von Zelllinien 
FRhK-4- und HepG2-Zellen wurden kontinuierlich in 1 % FCS/DMEM und HEK293T-
Zellen in 10% FCS/DMEM mit den Zusätzen 100 U/mL Penicillin und 100 μg/mL 
Streptomycin bei 37°C und 5 % CO2 gehalten.  
Das Medium von FRhK-4- und HepG2- Zellen wurde zweimal pro Woche erneuert. Alle ein 
bis zwei Wochen erfolgte eine Passagierung. Dazu wurden die Zellen zunächst mit 
Trypsin/EDTA gewaschen und anschließend mit Trypsin/EDTA für 2-8 min je nach 
Zelllinie bei 37°C und 5 % CO2 inkubiert. Durch leichtes Abklopfen wurde das Ablösen der 
Zellen vom Boden des Zellkulturgefäßes erleichtert und die Zellen wurden in 10 % 
FCS/DMEM resuspendiert. Zur weiteren Kultivierung wurden sie in einem Split-Verhältnis 
von 1:5 in neue Zellkulturgefäße umgesetzt und mit frischem Wachstumsmedium (10 % 
FCS/DMEM) versehen, welches nach einem Tag durch Haltungsmedium ersetzt wurde.  
HEK293T-Zellen wurden alle 3 bis 4 Tage passagiert. Hierfür wurde das Medium durch 
frisches ersetzt und die Zellen durch bloßes Abklopfen des Gefäßes vom Boden abgelöst. 




Die Zellen wurden anschließend resuspendiert und im Verhältnis 1:5 in ein neues Gefäß 
umgesetzt.  
Für Experimente wurden die jeweiligen Zellen gezählt und eine definierte Anzahl an Zellen 
in die jeweiligen Platten oder Schalen umgesetzt. 
 
2.2.3.2 Bestimmung der Zellzahl 
Zur Bestimmung der Zellzahl wurden die abgelösten und resuspendierten Zellen 1:20 (v/v) 
mit PBS verdünnt. Die Vorverdünnung wurde dann zur Färbung toter Zellen 1:2 (v/v) mit 
0,4 % Trypan-Blau versehen. Es wurden 20 μL der Zellsuspension in eine Fuchs-Rosenthal-
Zählkammer überführt, acht B-Felder ausgezählt, der Mittelwert gebildet und mit Hilfe des 
Kammerfaktors die Zellzahl/mL berechnet. 
 
2.2.3.3 Transfektion mit Lipofectamine® 2000 
Zur Transfektion der Expressionsplasmide der HAV/7-Nicht-Strukturproteine wurde 
Lipofectamine® 2000 von Invitrogen verwendet. Für ein Well einer 24-Well-Platte wurde  
1 μg DNA und 1 μL Lipofectamine in jeweils 25 μL DMEM verdünnt und 5 min bei RT 
inkubiert. Zur Bildung von DNA-Komplexen wurde die Lipofectamine-Lösung anschließend 
zur DNA gegeben, gemischt und für 10 min bei RT inkubiert. In dieser Zeit wurde das 
Medium der Zellen abgenommen, die Zellen einmal mit DMEM gewaschen und 200 μL 
DMEM zugegeben. Das Medium mit der komplexierten DNA wurde tröpfchenweise auf die 
Zellen pipettiert und die Platte anschließend geschwenkt. Nach 5-stündiger Inkubation bei 
37°C und 5 % CO2 wurde das Medium durch Haltungsmedium ersetzt und die Zellen für 
weitere 19 h inkubiert, um anschließend für Folgeexperimente verwendet zu werden. Für die 
Transfektion einer 6 cm Schale wurden die Volumina um den Faktor 10 erhöht. 
 
2.2.3.4 Calcium-Phosphat Transfektion 
Zur Produktion lentiviraler Partikel in HEK293T-Zellen wurde die Calcium-Phosphat 
Methode verwendet. Für die Transfektion einer 10 cm Schale wurden zunächst 20 μg 
Transferplasmid (pLKO.1), 15 μg Verpackungsplasmid (psPAX.2) und 6 μg des 




Hüllplasmids (pMD2.G) in ein 1,5 mL Cup pipettiert und mit sterilem H2O auf 500 μL 
aufgefüllt. Es wurden 500 μL 2xHBS zugegeben und gemischt. Anschließend wurden 20 μL 
2,5 M CsCl hinzugefügt, vorsichtig gemischt und für 20 min bei RT inkubiert. In dieser Zeit 
wurde das Medium der Zellen durch 5 mL Haltungsmedium ersetzt und anschließend die 
Lösung tröpfchenweise auf die Zellen gegeben. Nach circa 6 h wurde das Medium 
gewechselt und nach dreitägiger Inkubation bei 37°C und 5 % CO2 wurden die lentiviralen 
Partikel geerntet. 
 
2.2.3.5 MTT-Test zur Bestimmung der Zellvitalität 
Mit Hilfe des MTT-Tests wurde die Zellvitalität von HepG2-Zellen nach Administration von 
Inhibitoren (Chloroquine, Vacuolin-1) bestimmt. Die Messung der Zellvitalität beruht auf 
der Reduktion des gelben, wasserlöslichen Farbstoffs 3-(4,5-Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-
diphenyltetrazoliumbromid (MTT) durch mitochondriale Dehydrogenasen in ein 
dunkelblaues, wasserlösliches Formazanprodukt.  
Dafür wurden HepG2-Zellen 1:5 in 96-Well-Platten gesplittet. Am Folgetag wurde das 
Wachstumsmedium gegen Haltungsmedium ersetzt. Nach einem weiteren Tag erfolgte die 
Zugabe der Inhibitoren in verschiedenen Konzentrationen. Diese wurden in 1 % FCS-
DMEM verdünnt und 100 μL pro Well pipettiert. Jede Konzentration wurde in zwei Spalten 
der 96-Well-Platte pipettiert. Als Positivkontrolle wurden unbehandelte Zellen verwendet. 
Als Negativkontrolle wurden Zellen für fünf Minuten mit 98 % EtOH inkubiert. Für jeden 
MTT-Test wurden Doppelbestimmungen durchgeführt. Die HepG2-Zellen wurden sieben 
Tage mit den Inhibitoren inkubiert. Anschließend erfolgte der Austausch des Kulturmediums 
gegen 100 μL 1 % FCS-DMEM mit 10 % MTT-Lösung. Die Zellen wurden vier Stunden bei 
37 °C und 5 % CO2 inkubiert. Anschließend wurden 100 μL der SL 2-Lösung zu den Zellen 
gegeben, 5 min bei 37 °C inkubiert und die Platte 5 min geschüttelt. Die Auswertung 
erfolgte am ELISA-Reader. Zur Berechnung der Vitalität wurde zunächst der Mittelwert der 
16 Wells pro Konzentration berechnet, der Wert der Negativkontrolle abgezogen und die 
Vitalität prozentual zur Positivkontrolle (100%) dargestellt. 
 
 




2.2.4 Herstellung eines HAV-Pools 
Um Zellkulturen für Experimente mit HAV infizieren zu können, benötigt man einen 
Viruspool. Dieser besteht aus Zell-Lysat inklusive Überstand von HAV-infizierten Zellen 
und wird durch Einfrieren und Auftauen gewonnen.  
Hierzu wurden FRhK-4-Zellen 1:8 in 185 cm² Flaschen gesplittet und bis zu einer Konfluenz 
von 80% kultiviert. Zur Infektion wurden die Zellen einmal mit 1% FCS/DMEM gewaschen 
und das Virus-Inoculum (1 mL Virus-Lysat bzw. Mock-Lysat verdünnt in 4 mL 1% 
FCS/DMEM) zugegeben. Während einer zweistündigen Inkubation bei 37°C wurde 
mehrfach geschwenkt, anschließend wurde das Inoculum abgenommen und 25 mL 1% 
FCS/DMEM zugegeben. Nach sieben Tagen bei 34°C und 5% CO2 wurden 10 mL 1% 
FCS/DMEM zugegeben und weitere sieben Tage inkubiert. Nach insgesamt 14 Tagen 
wurden die Zellen zur Lyse dreimal bei -80°C eingefroren und bei RT aufgetaut. Die Lysate 
wurden in 50 mL Falconröhrchen überführt und dreimal für 20 sec ultraschallbehandelt. 
Nach 10 min Zentrifugation bei 1500xg zur Entfernung überflüssiger Membranbestandteile 
wurde der Überstand zu 1 mL Aliquots aufgeteilt und bei -80°C gelagert. Es folgte die 
Titerbestimmung (TCID50) per Immunfluoreszenz. 
 
2.2.5 Bestimmung des HAV-Titers (TCID50/mL)  
Um den HAV-Titer des Pools und der, mit Inhibitoren behandelten, infizierten Zellen zu 
bestimmen, erfolgte eine Infektion von FRhK4-Zellen in Verdünnungsreihe mit den 
jeweiligen Lysaten. Mit Hilfe der Endpunkttitration können die infektiösen Einheiten pro 
Milliliter bestimmt werden, bei der die kleinste Virusmenge mit nachweisbarem Effekt auf 
das Testsystem als Endpunkt bezeichnet wird. Man erhält bei einer Infektion von 
Zellkulturen mit verschiedenen Virusverdünnungen nach Berechnung mithilfe der 
Spearman-Kärber-Gleichung einen Titer, der als 50% tissue culture infectious dose 
(TCID50/ml) bezeichnet wird (Gleichung siehe unten).  
Dafür wurden FRhK-4-Zellen 1:5 in 96-Well-Platten gesplittet und über Nacht bei 37°C und 
5 % CO2 inkubiert. Für die Infektion in Verdünnungsreihe wurde für das jeweilige 
Viruslysat eine logarithmische Verdünnungsreihe in Doppelbestimmung erstellt. Die Lysate 
wurden dazu 1:10 bis 1:1011 in 1% FCS-DMEM verdünnt. Pro Spalte erfolgte die Zugabe 
von 100 μL pro Well einer Verdünnungsstufe. Es folgte eine Inkubation von zwei Stunden 




bei 37°C und 5 % CO2. Im Anschluss wurden die Zellen mit 1 % FCS-DMEM gewaschen 
und 200 μL 1 % FCS-DMEM pro Well zugegeben und für 12 Tage bei 37°C und 5 % CO2 
inkubiert. Für die indirekte Immunfluoreszenz wurde das Medium abgenommen und einmal 
mit PBS gewaschen. Nach Fixierung mit 150 μL eiskaltem 90 % Aceton in PBS für 20 min 
bei -20°C wurde die Platte für drei Minuten in 90 % Aceton in PBS untergetaucht. Es folgten 
drei Waschschritte mit PBS und die Inkubation mit dem primären Antikörper mouse anti-
HAV-7E7 in einer 1:800 Verdünnung in PBS. Die Zellen wurden 45 min bei 37 °C 
inkubiert. Danach wurde dreimal mit PBS gewaschen der sekundären Antikörper goat anti-
mouse AlexaFluor488 in einer 1:1000 Verdünnung in PBS für 45 Minuten bei 37 °C 
inkubiert. Nach erneutem dreimaligen Waschen mit PBS wurden die Platten am 
Fluoreszenzmikroskop ausgewertet. Ein Well galt als positiv, wenn auch nur eine Zelle eine 
spezifische HAV-Färbung zeigte. Mittels der Spearman-Kärber-Gleichung wurde die 
TCID50/mL ermittelt: 
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Aus den Doppelbestimmungen wurde der Mittelwert gebildet. 
 
2.2.6 HAV-Infektion von Zelllinien 
Für die Infektion von Zellkulturen mit HAV/7 wurden die Zellen ein bis zwei Tage zuvor in 
die gewünschten Zellkulturgefäße umgesetzt und bis zu einer Konfluenz von 70-80 % 
kultiviert. Vor der Infektion wurden die Zellen zweimal mit 1 % FCS/DMEM gewaschen 
und das Inoculum mit der gewünschten MOI auf die Zellen gegeben (zum Beispiel 3 mL 
Inoculum für eine 80 cm2 Zellkulturflasche) und diese für 2 h bei 37°C und 5 % CO2 
inkubiert. Dabei wurde die Zellkultur alle 20 bis 30 min geschwenkt, um das Austrocknen 
der Zellen zu verhindern. Anschließend wurde das Inoculum entfernt, die Zellen zweimal 
mit 1 % FCS/DMEM gewaschen und eine entsprechende Menge des Haltungsmediums auf 
die Zellen gegeben (20 mL für eine 80 cm2 Zellkulturflasche) und die Zellen für die 
gewünschte Zeit inkubiert. 




2.2.7 Indirekte Immunfluoreszenz 
Für die intrazelluläre Lokalisierung von Viruspartikeln in infizierten Zellen oder der 
ektopisch exprimierten HAV-Proteine wurde die Methode der indirekten Immunfluoreszenz 
(IF) gewählt. Durch die gleichzeitige Verwendung mehrerer Antikörper wurden hier 
Zellstrukturen in Kombination mit HAV oder einem HAV-Protein sichtbar gemacht.  
Hierfür wurden Zellen in eine 24-Well-Platte passagiert, in die zuvor runde Glasplättchen 
eingelegt wurden. Die Zellkulturen wurden entweder 24 h nach Transfektion oder nach der 
gewünschten Zeit der HAV-Infektion für die indirekte IF verwendet. Sie wurden dreimal mit 
PBS gewaschen, 15 min mit 4 % Paraformaldehyd bei RT fixiert und 15 min mit 0,2 % 
Triton-X-100 bei RT permeabilisiert. Nach einer Inkubation von 1 h mit 10 % FCS/PBS 
wurde der primäre Antikörper in entsprechender Verdünnung in 1 % FCS/PBS zugegeben 
und für 1 h bei 37°C inkubiert. Es folgte das dreimalige Waschen mit PBS und die 
Inkubation mit dem sekundären Antikörper verdünnt in 1 % FCS/PBS. Anschließend wurde 
erneut dreimal mit PBS gewaschen, die Glasplättchen mit den Zellen entfernt und mit 
Eindeckmedium auf einem Objektträger fixiert. Die Auswertung erfolgte am 
Fluoreszenzmikroskop (Axioskop 2) oder am konfokalen Lasermikroskop (LSM 5, Zeiss). 
Die Bildbearbeitung wurde mit der Software Photoshop 6.0 (Adobe) oder mit LSM 5 (Zeiss) 
durchgeführt. 
 
2.2.8 Bestimmung der Proteinkonzentration nach Bradford 
Zur Analyse von Proteinen wurde zuvor deren Konzentration bestimmt, um diese in gleichen 
Mengen in Experimenten einsetzten zu können. Die Konzentrationsbestimmung nach 
Bradford beruht auf einem Farbumschlag des Farbstoffes Coomassie-Blau, der, wenn er an 
Proteine bindet seine spektralen Eigenschaften verändert. Es kommt zu einer Verschiebung 
des Absorptionsmaximums von 465 zu 595 nm, welches photometrisch bestimmt werden 
kann. Je höher dabei die Proteinkonzentration ist, desto stärker ist die Absorption.  
Als Proteinstandard wurde hier BSA verwendet. Die Proteinbestimmung erfolgte in 
Doppelansätzen unter Einsatz von 5 μL Zelllysat. Als Leerwert wurden 5 μL des 
verwendeten Lysepuffers eingesetzt. Die photometrische Messung bei 595 nm erfolgte nach 
15 min nach der Zugabe von 1 mL Bradford-Reagenz. 
 




2.2.9 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) 
Um Proteine nach ihrem Molekulargewicht aufzutrennen, wurde eine SDS-PAGE 
durchgeführt. Hier bindet das SDS an die hydrophoben Aminosäurereste der Proteine, 
wodurch eine erhöhte negative Ladung der Proteine erreicht wird, und diese im elektrischen 
Feld durch das Gel zur Anode wandern. Hierfür wurde das Mini-PROTEAN® Tetra Cell 
System von BioRad nach Angaben des Herstellers verwendet. Die Auftrennung der Proteine 
erfolgte in einem 11 %igen Gel bestehend, aus einem 4 %igen Sammelgel und einem  
11 %igen Trenngel. Für die Elektrophorese wurde die gewünschte Menge an Protein mit 
dem jeweiligen Lysepuffer auf ein Volumen von 20 μL aufgefüllt und mit 6 μL 6x SDS-
Probenpuffer versehen. Die Proben wurden anschließend für 6 min auf 95°C erhitzt und 
parallel zu einem Größenstandard (PageRuler; Fermentas) auf das Gel aufgetragen. Die 
Separation der Proteine erfolgte bei 160 Volt in Tris/Glycin-Elektrophoresepuffer für circa 
1,5 h bei RT und konnte über den gefärbten Größenstandard verfolgt werden.  
 
2.2.10 Western Blot-Analyse (Immunoblot) 
Zur Detektion bestimmter Proteine wurden im Anschluss an die SDS-PAGE die Proteine aus 
dem Gel mit Hilfe des Westernblots auf eine Nitrocellulose-Membran transferiert, um diese 
anschließend mit Antikörpern spezifisch nachweisen zu können. Hierfür wurde der  
Wet Transfer Tank von Hoeffer verwendet. In einer Kassette wurden zwischen zwei 
Schwämmen und je zwei Whatman-Filterpapieren die Nitrocellulose-Membran und das 
SDS-Gel platziert. Die Kassette wurde so in den mit Blottingpuffer (4°C) gefüllten Tank 
eingesetzt, dass die Membran zur Seite der Anode zeigt. Der Transfer der Proteine fand bei 
4°C und 200 mAh für 2 h statt.  
Der Erfolg des Transfers wurde zum einen durch den gefärbten Größenstandard sichtbar, 
zum anderen wurde bei vergleichenden Analysen eine Ponceau-Färbung im direkten 
Anschluss des Transfers durchgeführt. Die Membran wurde dazu 5 min schüttelnd mit der 
Färbelösung bei RT inkubiert und 5 min mit H2O entfärbt. Die Färbung der Proteine wurde 
mit Hilfe eines Flachbrettscanners dokumentiert. Die Entfärbung erfolgte durch  
15-minütiges Waschen mit H2O auf dem Schüttler.  
Für die Detektion der Proteine wurde die Membran im Anschluss für mindestens 2 h bei RT 
in TBST mit 5 % Milchpulver inkubiert. Nach dreimaligem Waschen mit TBST wurde der 




primäre Antikörper auf die Membran gegeben und diese über Nacht bei 4°C inkubiert. Nach 
weiterem dreimaligen Waschen mit TBST wurde die Membran für 2 h mit HRP 
konjugiertem, sekundären Antikörper bei RT inkubiert. Es folgte ein dreimaliges Waschen 
und die Detektion der Proteine. Das Western Blotting Luminol Reagent von Santa Cruz 
wurde für eine Minute auf die Membran aufgetragen und die Chemilumineszenz mit 
Röntgenfilmen (Biomax-Film; Kodak) dokumentiert. Die Filme wurden anschließend 
gescannt und zur weiteren Quantifizierung mit der Software ImageJ (Rasband, W) 
bearbeitet. 
 
2.2.11 Untersuchung der Membranassoziation von Nicht-Strukturproteinen des HAV 
Um zu untersuchen, ob die ektopisch exprimierten HAV-Proteine cytosolisch oder 
membrangebunden in der Zelle vorliegen wurden die cytosolischen von den 
Membranproteinen durch eine grobe, subzelluläre Fraktionierung getrennt und die 
Anwesenheit der HAV-Proteine im Immunoblot analysiert.  
Für die Fraktionierung wurden Zellen zuvor in 6 cm Schalen passagiert, und mit den 
Expressionsplasmiden der zu untersuchenden HAV-Proteine transfiziert. Nach 24 h wurden 
die Zellen zweimal mit eiskaltem PBS gewaschen, 100 μL PBS mit Protease-Inhibitor auf 
die Zellen gegeben und diese mit einem Zellschaber abgekratzt. In einem 1,5 mL Cup 
wurden die Zellen mit einem EPPI-Pistill durch 15 Stöße homogenisiert. 20 μL wurden 
abgenommen und als Zelllysat (ZL) eingefroren (-80°C). Der Rest wurde 10 min bei 
14.000xg und 4°C zentrifugiert. Der Überstand (cytosolische Proteine; CP) wurde separiert 
und bei -80°C gelagert. Das Pellet wurde zum Lösen der Membranproteine in 30 μL PBS 
mit 1 % Triton-X 100 gelöst und für 10 min gevortext. Anschließend wurden durch eine  
10-minütige Zentrifugation bei 14.000xg und 4°C die nicht-löslichen Proteine und 
Proteinaggregate pelletiert. Der Überstand (Membranproteine; MP) wurde abgenommen und 
bei -80°C gelagert. Zur Bestimmung der Proteinkonzentration wurde vor dem Einfrieren 
jeweils 4 μL Probe abgenommen und mit 16 μL PBS verdünnt und für mindestens 2h bei 
-80°C gelagert. Anschließend erfolgten die Konzentrationsbestimmung nach Bradford und 
die Analyse der Fraktionen im Immunoblot (siehe 2.2.8 und 2.2.9). Um den Erfolg der 
subzellulären Fraktionierung im Immunoblot zu überprüfen, wurden im Immunoblot als 
Marker für die cytosolische Fraktion das Protein IRF3 und als Marker für die 
Membranfraktion ein mitochondriales Membranprotein nachgewiesen.   




2.2.12 Inhibition lysosomaler Funktionen 
Zur Analyse des Einflusses von Lysosomen auf den Lebenszyklus von HAV wurden zwei 
verschiedene Inhibitoren verwendet. Generelle, lysosomale Funktionen wurden durch den 
Inhibitor Chloroquine gehemmt, welcher in Zellkultur nach Applikation durch die 
lysosomalen Membranen diffundiert und dort akkumuliert. Dies hat den Anstieg des  
pH-Wertes zur Folge und damit die Inaktivierung der meisten lysosomalen Enzyme  
(Yoon et al., 2010). Des Weiteren wurde der Inhibitor Vacuolin-1 verwendet, welcher die 
Fusion von Lysosomen mit der Plasmamembran verhindert und somit auch die lysosomale 
Sekretion (Cerny et al., 2004; Liu et al., 2012).  
Es wurde ein Assay entwickelt bei dem eine minimale Konzentration des Inhibitors 
verwendet wurde, um eine Beeinflussung des Replikationszykuls von HAV aufgrund 
verringerter Zellvitalität ausschließen zu können. Diese wurde zuvor mit Hilfe des MTT-
Tests ermittelt. Für die Experimente wurde eine minimale Inhibitorkonzentration gewählt bei 
der die Zellvitalität bei circa 95 % (10 μM Vacuolin-1) bzw. 88% (20 μM Chloroquine) 
liegt. Auch wurde eine höhere Konzentration bei niedriger Zellvitalität zur Analyse 
herangezogen (62 % bei 40 μM Chloroquine; 52 % bei 20 μM Vacuolin-1), um den Einfluss 
der Zellvitalität auf eine HAV-Infektion sichtbar zu machen.  
Zwei Tage nach Passagierung von FRhK-4- und HepG2-Zellen in 6 cm Schalen wurden die 
Zellen mit HAV infiziert. Nach weiteren zwei Tagen wurde der Inhibitor zugegeben und die 
Zellen für weitere sieben Tage inkubiert. Anschließend wurde der Überstand separiert und 
die gleiche Menge an DMEM auf die Zellen gegeben. Tote Zellen wurden durch 
Zentrifugation für 5 min bei 2500xg bei RT aus dem Überstand entfernt. Sowohl die Zellen 
als auch der Überstand wurden dreimal bei -80°C eingefroren und aufgetaut, dreimal für  
20 sec ultraschallbehandelt und 5 min bei 2500xg zentrifugiert. Anschließend wurden die 
Proben bei -80°C gelagert und zur Auswertung des extrazellulären und intrazellulären HAV-
Titers eine Endpunkttitration durchgeführt (siehe 2.2.5).  
Die Effekte der Inhibitoren wurden zusätzlich durch indirekte Immunfluoreszenz durch die 








2.2.13 Isolierung von Lysosomen 
Die Isolierung von Lysosomen erfolgte durch eine differentielle Zentrifugation von 
Zelllysaten, gefolgt von einer Dichtegradientenzentrifugation. Hierfür wurde für einen 5 mL 
Gradienten das Zelllysat einer 80 cm2 Zellkulturflasche verwendet.  
Die Zellen wurden zunächst durch Zugabe von Trypsin/EDTA von der Kulturflasche gelöst 
und in ein 1,5 mL Cup überführt. Die Zellen wurden zweimal mit 700 μL PBS und einmal 
mit 700 μL des Homogenisierungsmediums (HM) gewaschen und durch Zentrifugation für  
5 min bei 2500xg und 4°C pelletiert. Im Anschluss wurden sie in 250 μL HM mit Protease-
Inhibitor resuspendiert und mit Hilfe einer 26G Kanüle durch 10 maliges Aufziehen 
mechanisch lysiert. Das Lysat wurde 5 min bei 1000xg und 4°C zentrifugiert, der Überstand 
in einem neuen Cup gesammelt, und das Pellet wurde erneut in 250 μL HM resuspendiert 
und zentrifugiert. Das Pellet wurde verworfen, und der Überstand wurde dem ersten 
Überstand beigefügt. Dieser wurde nun 10 min bei 3000xg und 4°C zentrifugiert, und der 
Überstand in einem neuen Cup gesammelt. Das Pellet wurde mit 100 μL HM resuspendiert, 
erneut bei 3000xg zentrifugiert, und der Überstand wieder mit dem bereits gesammelten 
Überstand vereinigt. Das Pellet wurde verworfen, und der Überstand bei 14.000xg für 28 
min und 4°C zentrifugiert. Das nun entstandene Pellet wurde in 60 μL HM aufgenommen 
und für die Dichtegradientenzentrifugation verwendet.  
Zur Herstellung des Iodixanol-Gradienten wurde die OptiPrepTM-Lösung von Sigma 
verwendet. Durch Zugabe des OptiPrep-Diluents (OD) wurde zunächst eine 
Iodixanolkonzentration von 50 % eingestellt. Durch entsprechender Zugabe von HM wurden 
folgende Konzentrationen hergestellt: 10 %, 15 %, 20 %, 25 % und 30 % Iodixanol. Der 
Gradient wurde mit Hilfe einer Peristaltikpumpe durch Unterschichten hergestellt. Die Probe 
wurde durch Zugabe der entsprechenden Menge an Iodixanol auf 30 % Iodixanol eingestellt 
und ebenfalls unter den Gradienten geschichtet. Nach Ultrazentrifugation für 2 h bei 
70.000xg und 4°C (Rotor: SW 55Ti) wurde der Gradient mit Hilfe der Peristaltikpumpe in  
neun gleiche Fraktionen unterteilt. Die Dichte der Fraktionen wurde mit einem 









2.2.14 Herstellung von Cathepsin L-Knock-down-Zellen 
 
2.2.14.1 Herstellung lentiviraler Partikel 
Um den Einfluss von Cathepsin L auf die Reifung von HAV zu untersuchen, wurden 
Cathepsin L Knock-down-Zellen mit Hilfe lentiviraler Partikel hergestellt. Diese sollen 
durch Expression einer shRNA zum Knock-down des gewünschten Proteins, hier Cathepsin 
L, führen. Die Herstellung der Viruspartikel erfolgt durch eine Co-Transfektion dreier 
Plasmide von HEK293T-Zellen: Ein Transferplasmid (pLKO.1), welches die gewünschte 
shRNA-Sequenz enthält, ein Verpackungsplasmid (psPAX2), welches für die Signalproteine 
zur Partikelassoziation kodiert, und ein Hüllplasmid (pMD2.G), welches die Glykoproteine 
bereitstellt. Das Transferplasmid, welches die Cathepsin L shRNA-Sequenz enthält, sowie 
ein Kontrollplasmid, welches eine Scramble shRNA-Sequenz enthält wurden zuvor im 
Rahmen einer Masterarbeit von Cornelia Hanke (2014) generiert.  
Für die Produktion wurden HEK293T-Zellen in 10 cm Schalen passagiert. Einen Tag darauf 
erfolgte die Co-Transfektion der drei Plasmide durch Calcium-Phosphat-Präzipitation. Drei 
Tage nach der Transfektion wurde der Zellkulturüberstand durch einen Schnelltest  
(Lenti-XTM Go StixTM; Clontech) auf Viruspartikel getestet. Nach positivem Befund  
(5x105 IFU/mL) wurden die Partikel durch Ultrazentrifugation für 1 h bei 100.000xg  
(Rotor: SW 44Ti) pelletiert und in 500 μL neuem Haltungsmedium resuspendiert. Die 
Partikel wurden direkt zur Transduktion verwendet oder maximal einen Tag bei 4°C 
gelagert. 
 
2.2.14.2 Transduktion lentiviraler Partikel und Zellselektion  
Zur Herstellung von Cathepsin L-Knock-down-Zellen wurden HepG2-Zellen verwendet. 
Diese wurden am Tag vor der Transduktion in 6 cm Schalen passagiert. Eine Stunde vor der 
Transduktion wurde das Medium durch 1 % FCS/DMEM mit 8 μg/mL Polybrene ersetzt, da 
durch das zugesetzte Polybrene die Rezeptor-unabhängige Absorption der Viruspartikel 
erhöht wird (Davis et al., 2002). Das Partikel-haltige Medium wurde nun vollständig und 
tröpfchenweise zu den Zellen gegeben und die Zellen über Nacht inkubiert. Anschließend 
wurde das Medium durch Haltungsmedium ersetzt. Nach vier Tagen erfolgte die Selektion 
der erfolgreich infizierten Zellen durch 2 μg/mL Puromycin für zwei Wochen. Anschließend 




wurden die Zellen auf die reduzierte Expression von Cathepsin L untersucht und 









3.1 Intrazelluläre Lokalisation von Nicht-Strukturproteinen des HAV und deren 
Interaktion mit zellulären Membranen und Organellen 
 
Untersuchungen zu biochemischen Eigenschaften und Funktionen der Nicht-
Strukturproteine des HAV in einer viralen Infektion werden durch die niedrigen 
Expressionslevel der viralen Proteine erschwert. Im Zuge dieser Arbeit wurden deshalb die 
Interaktionen einzelner HAV-Proteine und deren Intermediate mit intrazellulären 
Membranen nach transienter Expression in verschiedenen Zelllinien untersucht, um deren 
mögliche Funktionen bei der Virusreplikation oder Freisetzung zu identifizieren. Es wurden 
speziell die HAV-Proteine untersucht, die aufgrund bestimmter Domänen innerhalb ihrer 
Aminosäuresequenz die Möglichkeit haben, mit Membranen zu interagieren.   
Hierfür wurden zunächst geeignete Expressionsvektoren für die HAV-Proteine 2B, 2C, 2BC, 
3A, 3AB und 3ABC hergestellt, da diese über postulierte oder bereits bestätigte 
Transmembrandomänen verfügen. Als Rückgrat dienten die Plasmide pcDNA.3.1 für eine 
moderate Expression sowie pI.18 für eine starke Expression der HAV-Proteine. Für 
biochemische Analysen wurden die HAV-Proteine zudem mit einem N-terminalen Flag-Tag 
oder mit einem C-terminalen myc-Tag fusioniert. Die für diese Arbeit hergestellten Plasmide 
sind unter 2.2.2.3 aufgelistet. Zur Untersuchung wurden FRhK-4-Zellen und HepG2-Zellen 
verwendet. 
 
3.1.1 Intrazelluläre Verteilung und Membranassoziation von Nicht-Strukturproteinen 
des HAV 
 
Nach transienter Expression der einzelnen HAV-Proteine wurden zunächst der Erfolg der 
Expression, sowie deren intrazelluläre Verteilung mit Hilfe der indirekten Immunfluoreszenz 
(IF) analysiert.  
Die Zellen wurden dafür in 24-Well-Platten umgesetzt und am Folgetag mit Lipofectamine 
transfiziert. Es wurde je 1 μg Plasmid pro Well verwendet. Nach 24 h wurden die Zellen mit 
PBS gewaschen, fixiert, permeabilisiert und die HAV-Proteine mit den für sie spezifischen 





HAV-2B wurde der polyklonale Antikörper rabbit anti-HAV-2B verwendet, zur Detektion 
von 2C und 2BC der polyklonale Antikörper rabbit anti-HAV-2C und für die Detektion der 
Proteine 3A, 3AB und 3ABC der polyklonale Antikörper rabbit anti-HAV-3A. Als 
sekundäre Antikörper wurden goat anti-rabbit Alexa488-Antikörper verwendet. 
Die mikroskopische Auswertung zeigte, dass selbst eine moderate Expression der  
HAV-Proteine durch das Plasmid pcDNA3.1 zu gering ist, um diese durch eine indirekte  
IF nachweisen zu können. Für weitere Analysen wurden folglich die pI.18-Expressions-
plasmide verwendet. 
Überexprimiertes HAV-2B konnte im Cytosol vorwiegend perinuklear detektiert werden. 
Dort war 2B gleichmäßig verteilt und in Richtung der Plasmamembran nahm die Menge an 
detektiertem 2B ab (Abb. 4; exemplarisch dargestellt für FRhK-4-Zellen). 
Nach Überexpression von HAV-2C waren deutliche ringförmige Akkumulationen des 
Proteins zu erkennen, die in der Nähe des Zellkerns am größten waren. Die Größe der Ringe 
betrug bis zu 2,9 μm im Durchmesser. Je höher die Expressionsrate war, desto ausgeprägter 
wurden die Ringstrukturen und die Morphologie des Zellkerns wurde unregelmäßiger  
(Abb. 4; exemplarisch dargestellt für FRhK-4-Zellen). 
 
 
Abb. 4: Intrazelluläre Verteilung der HAV-Proteine 2B, 2C und 2BC. FRhK-4-Zellen wurden in 24-Well-
Platten umgesetzt und am Folgetag mit 1 μg Plasmid-DNA transfiziert. Nach 24 h erfolgte die Fixierung mit 
anschließender indirekter IF und die Auswertung am Fluoreszenzmikroskop bei 630-facher Vergrößerung. Die 
Detektion der Proteine erfolgte durch die Antikörper rabbit anti-HAV-2B für das 2B-Protein und rabbit anti-
HAV-2C für die Proteine 2C und 2BC. Als sekundäre Antikörper wurden goat anti-rabbit Alexa488-Antikörper 
verwendet. Balken = 10 μm.  
 
Auch beim Expressionsbild des Proteinintermediates HAV-2BC wurden vesikelartige 
Zusammenlagerungen des Proteins in der Nähe des Zellkerns sichtbar. Diese sind jedoch mit 





Expression zeigte sich im Gegensatz zu 2C keine veränderte Morphologie des Zellkerns 
(Abb. 4; exemplarisch dargestellt für FRhK-4-Zellen).   
Sowohl nach Expression des 3A-Proteins als auch der Intermediate 3AB und 3ABC waren 
vesikelartige Zusammenlagerungen der überexprimierten Proteine zu erkennen (Abb. 5; 
exemplarisch dargestellt für FRhK-4-Zellen). Während die Ringstrukturen bei 3A sehr 
häufig auftraten, waren sie bei den Intermediaten in etwas geringerer Anzahl zu finden. Da 
für das HAV-Protein 3A bereits bekannt ist, das dieses aufgrund einer Transmembran-
domäne mit mitochondrialen Membranen interagiert (Yang et al., 2007), ist es 
wahrscheinlich, dass die gebildeten Ringstrukturen des Proteins und auch der Intermediate 
durch die Assoziation mit Mitochondrien entstanden sind, was in weiteren Versuchen 
analysiert werden soll. 
 
 
Abb. 5: Intrazelluläre Verteilung der HAV-Proteine 3A, 3AB und 3ABC. FRhK-4-Zellen wurden in 24-
Well-Platten umgesetzt und am Folgetag mit 1 μg Plasmid-DNA transfiziert. Nach 24 h erfolgte die Fixierung 
mit anschließender indirekter IF und die Auswertung am Lasermikroskop bei 630-facher Vergrößerung. Zur 
Detektion der Proteine wurden rabbit anti-HAV-3A-Antikörper in Kombination mit sekundären goat anti-rabbit 
Alexa488-Antikörpern verwendet. Balken = 10 μm. 
 
Da für die Nicht-Strukturproteine 2B, 2C, 3A sowie deren Intermediate 2BC, 3AB und 
3ABC bereits die Fähigkeit mit intrazellulären Membranen interagieren zu können 
nachgewiesen oder postuliert wurde (Ciervo et al., 1998; Gosert et al., 2000;  
Kusov et al., 1998; Pisani et al., 1995), sollte zunächst deren Fähigkeit zur 
Membranassoziation nach transienter Expression überprüft werden. Dazu wurden FRhK-4- 
und HepG2-Zellen mit dem jeweiligen Protein transfiziert. Nach 24 h wurden die Zellen 
mechanisch lysiert und durch Zentrifugation die Membranbestandteile der Zelle von den 
cytosolischen Bestandteilen getrennt. Das Vorhandensein der Proteine in der cytosolischen 





überprüft. Um den Erfolg der Fraktionierung zu überprüfen, wurden zusätzlich zu den HAV-
Proteinen das cytosolische Protein IRF3 (Kontrolle CP) und ein mitochondriales 
Membranprotein (Kontrolle MP) nachgewiesen.  
Da eine Detektion der HAV-Proteine mit den für sie spezifischen Antikörpern im 
Immunoblot nicht möglich war, wurden Fusionskonstrukte hergestellt, bei denen die 
Proteine entweder N-terminal mit einem Flag-Tag oder C-terminal mit einem myc-Tag 
fusioniert exprimiert wurden. Dieses erlaubt die Detektion durch konventionell erwerbliche 
Antikörper.  
Durch indirekte Immunfluoreszenz wurden zuvor störende, durch die Fusion induzierte 
Effekte auf die intrazelluläre Verteilung der Proteine durch einen Vergleich mit den nativen 
Proteinen untersucht und die ausgewählten Fusionskonstrukte anschließend für die 
biochemischen Analysen verwendet. So wurde für 2B ein N-terminales Flag-Tag gewählt, 
da hier die Verteilung des Proteins im Cytosol dem ungetagten Protein am ehesten entsprach. 
2B-myc neigte zur Bildung von großen Aggregaten (nicht gezeigt). Die restlichen Proteine 
wurden C-terminal mit einem myc-Tag fusioniert, sodass sich die Transmembrandomäne am 
gegenüberliegenden Ende des Tags befindet. Bei 3A und den Intermediaten führte eine  
N-termianle Fusion zu einer ubiquitären Verteilung im Cytosol und auch bei 2C und 2BC 
waren nach N-terminaler Fusion keine vesikelartigen Strukturen zu erkennen (nicht gezeigt).  
Alle ausgewählten Fusionskonstrukte konnten nach grober, subzellulärer Fraktionierung 
hauptsächlich in Membranfraktionen (MP) detektiert werden (Abb. 6), was die Fähigkeit der 
Proteine bestätigt mit Membranen interagieren zu können. Die detektierten Kontrollproteine 
zeigen, dass die Trennung der cytosolischen von den Membranproteinen nahezu vollständig 
war.  
Nach Überexpression und Fraktionierung von 3ABC-myc konnten zu den 3ABC-myc 
spezifischen Banden bei etwa 40 kDa zusätzliche Banden bei etwa 20 kDa detektiert werden. 
Aufgrund des Molekulargewichts ist anzunehmen, dass es sich hierbei um, vom Intermediat 
durch Autokatalyse abgespaltenes, 3C-myc handelt. Es ist zu sehen, dass durch die 
Abspaltung die Assoziation mit Membranen verloren geht, da das 3C-myc hauptsächlich in 
der cytosolischen Fraktion detektiert werden kann (Abb. 6). Die Spaltung von 3ABC-myc 
sollte bei der Interpretation der Ergebnisse der Immunfluoreszenz berücksichtigt werden, da 






Mit welchen Membranen die jeweiligen HAV-Proteine assoziiert sind und welche 
Auswirkungen diese Interaktionen haben, soll im Folgenden detaillierter untersucht werden. 
 
 
Abb. 6: Membranassoziation der HAV-Nicht-Strukturproteine. FRhK-4-Zellen wurden in 6 cm Schalen 
umgesetzt und am Folgetag mit den jeweiligen Expressionsplasmiden transfiziert. Nach 24 h erfolgte die Lyse 
der Zellen und die grobe Fraktionierung in cytosolische (CP) und Membranproteine (MP). Es wurden jeweils 
30 μg der Fraktionen sowie Zelllysat (ZL) für die SDS-PAGE und die sich anschließende Immunoblot-Analyse 
verwendet. Zur Kontrolle der Fraktionierung wurden das cytosolische Protein IRF3 (Kontrolle CP; rabbit anti-
IRF3) und ein mitochondriales Membranprotein (Kontrolle MP; mouse anti-Mitochondria) nachgewiesen Die 
Detektion der HAV-Proteine erfolgte durch mouse anti-Flag-Antikörper sowie mouse anti-myc-Antikörper. 
Durch Kombination mit sekundären HRP-konjugierten goat anti-mouse-Antikörpern und einem ECL-Reagenz 
konnten die Proteine durch Chemilumineszenz detektiert werden.  
 
 
3.1.2 Interaktionen von Nicht-Strukturproteinen des HAV mit intrazellulären 
Membranen, Zellorganellen und dem Cytoskelett 
 
Um die Membranen und zellulären Strukturen, mit denen die HAV-Nicht-Strukturproteine 
assoziiert sind, genauer zu identifizieren, wurden weitere immuncytochemische und 
biochemische Analysen durchgeführt. Zelluläre Kompartimente wie Mitochondrien, ER, 
ERGIC-Strukturen, Golgi Apparat, COPII-Vesikel, Endosomen, Exosomen, Lysosomen, 
Autophagosomen und Peroxisomen sowie Aktinfilamente und Mikrotubuli wurden nach 
Überexpression der viralen Proteine detektiert, um eine mögliche Kolokalisationen 
feststellen zu können. Gleichzeitig wurden strukturelle Veränderungen durch den Vergleich 
der Kompartimente von transfizierten zu nicht-transfizierten Zellen untersucht, um auf 







3.1.2.1 Analyse der Proteine HAV-2B und HAV-2C sowie des Proteinintermediates 
HAV-2BC 
 
Für die Proteine 2B, 2C sowie für das Intermediat 2BC wurde bereits beschrieben, dass 
deren Überexpression in Zellkultur zu einem Rearrangement von intrazellulären Membranen 
führt, aufgrund dessen ihnen eine wichtige Rolle bei der Replikation zugeschrieben wird 
(Gosert et al., 2000; Teterina et al., 1997a).  
In bisherigen Studien konnten für das HAV-2B Interaktionen mit unterschiedlichen 
Membranen nachweisen werden. Es wurde sowohl als peripheres Protein der äußeren  
ER-Membran beschrieben, aber auch in Assoziation mit dem Golgi Apparat und dem 
tubulären Netzwerk der Mitochondrien detektiert (Gosert et al., 2000; de Jong et al., 2008; 
Paulmann et al., 2008).  
Im Rahmen dieser Arbeit konnte keine Assoziation von HAV-2B mit dem ER (Abb. 7A), 
dem Golgi Apparat und den Mitochondrien (nicht gezeigt) festgestellt werden. Im Vergleich 
zu den Kontrollzellen und den nicht-transfizierten Zellen (Pfeile) war nach Überexpression 
von HAV-2B weder eine Umstrukturierung des ERs zu erkennen, noch kolokalisierte das 
HAV-Protein mit diesem Kompartiment (Abb. 7A; exemplarisch dargestellt für FRhK4-
Zellen). Dieses konnte jedoch durch die Deletion der Transmembrandomäne des Proteins am  
C-Terminus erreicht werden (Abb. 7A; short 2B). Für die Deletion wurde an Stelle der AS 
140 des 2B-Proteins ein Stop-Codon eingefügt (Nukleotide 3658-3660 bezogen auf das 
HAV/7-Genom). Dadurch wird das 2B-Protein am C-Terminus um 111 AS verkürzt, was  
die Deletion der Transmembrandomäne zwischen AS 175-195 zur Folge hat  
(Garriga et al., 2011). 
Die Überexpression des verkürzten 2B-Proteins führte zu einer vesikelartigen 
Umstrukturierung des ERs. Im Gegensatz zu den Kontrollzellen und den nicht-transfizierten 
Zellen (Pfeil) in denen das ER ubiquitär im Cytosol nahe des Zellkerns verteilt war, waren 
nun granulare Strukturen des ERs in der Zelle zu erkennen, und das verkürzte HAV-2B 
kolokalisierte vollständig mit den ER-Vesikeln.  
Erstaunlicherweise führte auch eine Inkubation der 2B-transfizierten Zellkulturen bei 40°C 








Abb. 7: HAV-2B kann mit ER-Strukturen interagieren und verändert die Strukturen der ER-Golgi-
Zwischenkompartimente in FRhK-4-Zellen. Die FRhK-4-Zellen und HepG2-Zellen wurden in 24-Well-
Platten umgesetzt und am Folgetag mit HAV-2B oder dem verkürzten 2B (short 2B) transfiziert. Die indirekte 
IF erfolgte nach 24 h. Zur Detektion von 2B und short 2B wurden rabbit anti-HAV-2B-Antikörper in 
Kombination mit goat anti-rabbit Alexa 568-Antikörpern verwendet. ER und ERGIC wurden durch mouse anti-
PDI-Antikörper und mouse anti-ERGIC-Antikörper in Kombination mit goat anti-mouse Alexa 488-
Antikörpern detektiert. Zur Kontrolle wurden Zellen mit dem Leervektor transfiziert. Die Auswertung erfolgte 
am Fluoreszenzmikroskop. Pfeile markieren nicht-transfizierte Zellen. (A) Deletion der 2B-Transmembran-
domäne führt zur Kolokalisation von 2B mit dem ER sowie zu einem starken Rearrangement der ER-
Strukturen. (B) Aggregation von ERGIC-Strukturen durch 2B-Expression in FRhK-4-Zellen. Balken = 10 μm. 
 
Für das native HAV-2B konnten zwar keine direkten Veränderungen des ERs und des Golgi 
Apparates detektiert werden, jedoch konnte eine Umstrukturierung der ER-Golgi-





Cytosol verteilten punktartigen ERGIC-Strukturen, die in den Kontrollzellen zu erkennen 
sind, zu größeren, gröberen Strukturen. Auch war eine partielle Überlagerung des viralen 
Proteins mit den ERGIC-Strukturen zu sehen. Die Veränderung der ERGIC-Strukturen 
konnte jedoch ausschließlich in FRhK-4-Zellen (oben) und nicht in HepG2-Zellen (unten) 
beobachtet werden. 
 
Für HAV-2C konnte keine Kolokalisation mit den untersuchten Zellstrukturen und 
Kompartimenten identifiziert werden, jedoch verursachte das virale Protein in FRhK-4- 
Zellen die Degradation von Mikrotubuli und Mitochondrien (Abb. 8).  
 
 
Abb. 8: HAV-2C induziert den Abbau von Zellstrukturen und Organellen in FRhK-4-Zellen. Die FRhK-
4- Zellen (oben) und HepG2-Zellen (unten) wurden in 24-Well-Platten umgesetzt und am Folgetag mit 2C-myc 
oder mit dem Leervektor (Kontrolle) transfiziert. Die indirekte IF erfolgte nach 24 h. Zur Detektion von 2C 
wurden rabbit anti-myc-Antikörper in Kombination mit goat anti-rabbit Alexa 568-Antikörpern verwendet. 
Tubulin und Mitochondrien wurden durch mouse anti-α-Tubulin-Antikörper und mouse anti-Mitochondria-
Antikörper in Kombination mit goat anti-mouse Alexa 488-Antikörpen detektiert. Die Auswertung erfolgte am 







In 2C-exprimierenden Zellen konnten nur noch wenige bis keine Mitochondrien und 
Mikrotubuli detektiert werden, während in benachbarten, nicht-transfizierten Zellen (Pfeile) 
keine Beeinträchtigung der Strukturen und Organellen zu sehen war. Da in der Abbildung 
zur Darstellung des 2C-Proteins die Strukturen des HAV-Proteins fokussiert wurden, sind 
die feinen Strukturen der Mikrotubuli in den benachbarten, nicht-transfizierten Zellen nicht 
so deutlich zu erkennen wie bei den Kontrollzellen.  
Die Überexpression von HAV-2C wirkte sich ausschließlich negativ auf FRhK-4-Zellen aus, 
während die Expression in HepG2-Zellen keine Auswirkungen hatte (Abb. 8; unten).  
Je stärker die 2C-Expression war und je größer die Ringstrukturen, desto größer war der 
visuelle Zellschaden und die Zellen schienen in einen apoptoseartigen Zustand über zu 
gehen, einhergehend mit einer starker Deformation des Zellkerns (Abb. 9A-C). Im Rahmen 
einer Projektarbeit von Paul Schilf wurde die Induktion von Apoptose oder Nekrose durch  
HAV-2C in FRhK-4-Zellen untersucht. Nach 2C-Expression konnte weder eine DNA-Leiter 
detektiert werden (Abb. 9D), noch war die Färbung mit Annexin V und Propidiumiodid 
positiv (nicht gezeigt).  
 
 
Abb. 9: Steigende 2C-Expression verursacht starke Zellkerndeformationen aber keine Apoptose. (A-C) 
Steigende Deformation des Zellkerns bei stärker werdender 2C-Expression. FRhK-4-Zellen wurden einen Tag 
vor der Transfektion mit 2C in 24-Well-Platten umgesetzt. Nach 24 h wurde HAV-2C durch indirekte IF mit 
den Antikörpern rabbit anti-HAV-2C in Kombination mit goat anti-rabbit Alexa 488 detektiert und der Zellkern 
mit DAPI gefärbt. Die Auswertung erfolgte am Fluoreszenzmikroskop. A-C zeigen eine Zunahme des  
2C-Expressionslevels und die damit verbundene Deformation des Zellkerns. Balken = 10μm.  
(D) 2C-Expression induziert keine Apoptose. FRhK-4-Zellen wurden in 6 cm Schalen umgesetzt. Am Folgetag 
wurden die Zellen mit 2C und als Kontrolle mit dem Leervektor pI.18 transfiziert. Als Positivkontrolle für 
Apoptose (K+) wurden die Zellen mit Actinomycin D (1 μg/mL) behandelt. Die DNA wurde nach 24h 
extrahiert und das Vorhandensein einer DNA-Leiter durch Agarose-Gelelektrophorese analysiert (Schilf, 
2012). 
 
Frühere Studien konnten jedoch zeigen, dass die Expression von HAV-2C in FRhK-4-Zellen 





Bakterien zur Reduktion des Zellwachstums, der Proteinbiosynthese und zu einer 
gesteigerten Durchlässigkeit der Bakterienmembran (Kusov et al., 1998). Die Reduktion der 
Proteinbiosynthese könnte eine mögliche Erklärung für die hier sichtbare Beeinträchtigung 
der Zellen nach 2C-Expression sein.  
Neueste Untersuchungen unseres Institutes zu den gebildeten Ringstrukturen von HAV-2C 
deuten auf eine Assoziation mit Lipid Droplets hin (Abb. 10). Ob und in welchem Maße sie 
mit 2C in Interaktion treten ist noch nicht bekannt. 
 
 
Abb. 10: Lipid Droplets umgeben von überexprimiertem HAV-2C. HepG2-Zellen wurden in 24-Well-
Platten umgesetzt und am Folgetag mit 2C-myc transfiziert. 24 h nach Transfektion folgte eine indirekte IF mit 
mouse anti-myc-Antikörpern in Kombination mit goat anti-mouse Alexa488-Antikörpern und anschließender 
Färbung der Lipid Droplets mit Oil Red O. Die Auswertung erfolgte am Fluoreszenzmikroskop. Balken = 10 
μm (Dinesh, 2014). 
 
Für das Intermediat 2BC konnten weder die Effekte von 2B und 2C beobachtet werden, noch 
eine Assoziation mit oder Veränderungen von weiteren untersuchten Zellkompartimenten 
und Strukturen. Auch die im Vergleich zu 2C etwas kleiner ausfallenden Ringstrukturen 
konnten nicht mit Lipid Droplets in Verbindung gebracht werden. 
 
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass durch HAV-2B eine Veränderung der ER-
Golgi-Zwischenkompartimente identifiziert wurde. Eine Veränderung bzw. Kolokalisation 
mit dem ER, wie in der Literatur beschrieben, konnte nicht bzw. nur durch Veränderung der 
Proteinstruktur nachgewiesen werden. HAV-2C hat einen negativen Einfluss auf die Zelle, 
der wahrscheinlich durch eine inhibierte Proteinbiosynthese, nicht aber durch die Induktion 
von Apoptose induziert wird. Die ringförmigen Zusammenlagerungen der 2C-Proteine sind 
wahrscheinlich auf die Assoziation mit Lipid Droplets zurückzuführen. Für das Protein 





Die identifizierten Assoziationen und Effekte nach Überexpression der einzelnen HAV-
Proteine sind zur Übersicht in Tabelle 10 am Ende des Kapitels 3.1.2 zusammengefasst. 
 
 
3.1.2.2 Analyse des HAV-Proteins 3A sowie der Proteinintermediate 3AB und 3ABC 
 
Für HAV-3A konnte bereits gezeigt werden, dass es aufgrund seiner Transmembrandomäne 
mit Mitochondrien assoziiert ist (Cohen et al., 1987) und somit das Intermediat 3ABC zu 
Mitochondrien leitet, welches letztlich die Spaltung von MAVS katalysiert  
(Paulmann et al., 2008; Yang et al., 2007).  
Dementsprechend konnte eine Kolokalisation von 3A und den Intermediaten 3AB und 
3ABC mit Mitochondrien nachgewiesen werden (Abb. 11; exemplarisch dargestellt für 
HepG2-Zellen). Die punktuelle Verteilung dieser Proteine sowie die Zusammenlagerung zu 
ringförmigen Strukturen kann folglich auf diese Assoziation zurückgeführt werden. 
Besonders deutlich ist zu erkennen, dass die Assoziation mit Mitochondrien zu einer 
Abrundung dieser Organellen führt (Abb. 11; oben). Während die Mitochondrien der 
Kontrollzellen sowie der benachbarten, nicht-transfizierten Zellen (Pfeile) fädige, längliche 
Strukturen aufweisen, die durch den Transport der Organellen an Mikrotubuli entstehen, sind 
die Mitochondrien der transfizierten Zellen, welche mit 3A assoziiert sind, auffällig runder, 
sodass die Assoziation der HAV-Proteine möglicherweise eine Beeinträchtigung des 
Transportes der Organellen an Mikrotubuli verursacht.  
Die separate Expression von HAV-3C zeigte, dass die Protease nicht mit Mitochondrien 
assoziiert ist und auch keine Veränderung der Mitochondrien induziert. 
Ein biochemischer Nachweis der Assoziation von HAV-3A und den Intermediaten HAV-
3AB und -3ABC nach Isolierung von Mitochondrien war aufgrund der geringen 
Transfektions- und damit auch geringen Expressionsrate nicht möglich.  
 






Abb. 11: Assoziation von 3A und den Intermediaten 3AB und 3ABC mit Mitochondrien. HepG2-Zellen 
wurden einen Tag vor der Transfektion mit 3A-myc, 3AB-myc und 3ABC-myc sowie 3C-myc und dem 
Leervektor (Kontrolle) in 24-Well-Platten umgesetzt. Nach 24 h wurden die Proteine (rot) und Mitochondrien 
(grün) mittels indirekter IF detektiert. Die Auswertung erfolgte am Fluoreszenzmikroskop. Pfeile markieren 
nicht-transfizierte Zellen. Balken = 10 μm.   
 
Nach Überexpression von HAV-3A war außerdem eine Veränderung der Aktinstrukturen 
sichtbar. Es bildeten sich Ringe aus Aktinproteinen, die mit den Ringstrukturen des  
3A-Proteins kolokalisierten (Abb. 12). Diese Aktin-Ringe wiesen einen Durchmesser von 
etwa 2-3,5 μm auf und sind damit in etwa so groß wie Mitochondrien, sodass angenommen 










Untersuchungen von Dajana Paulmann (unveröffentlicht) zu HAV-3A konnten des Weiteren 
zeigen, dass dieses Protein nach Überexpression mit Autophagosomen kolokalisiert (Abb. 
13). Dieses konnte jedoch in meinen Studien nicht bestätigt werden. 
 
 
Abb. 13: Assoziation von HAV-3A mit Autophagosomen. HepG2-Zellen wurden einen Tag nach der 
Passagierung in eine 24-Well-Platte mit 3A-myc und GFP-LC3B cotransfiziert. Nach 24 h wurde 3A durch 
indirekte IF (mouse anti-myc-Antikörper; goat anti-Alexa568-Antikörper) detektiert. Die Auswertung erfolgte 
am Fluoreszenzmikroskop. Balken = 10 μm (Dajana Paulmann). 
 
Die Untersuchung der Intermediate 3AB und 3ABC ergab eine partielle Kolokalisation der 
überexprimierten Proteine mit Lysosomen (Abb. 14). Dieses konnte jedoch nur in FRhK-4- 
Zellen (oben), nicht aber in HepG2-Zellen (unten) beobachtet werden. Die vesikelartigen 
Strukturen der viralen Proteine kann folglich nicht ausschließlich durch die Assoziation mit 
Abb. 12: 3A induziert eine ringförmige Anordnung von Aktin in FRhK-4-
Zellen. Sowohl FRhK-4- (oben) als auch HepG2-Zellen (unten) wurden 24 h 
nach dem Umsetzen in 24-Well-Platten mit 3A-myc oder dem Leervektor 
(Kontrolle) transfiziert. Nach weiteren 24 h erfolgte die Detektion des viralen 
Proteins (rot) und Aktin (grün) mittels indirekter IF. Die Auswertung erfolgte 





Mitochondrien, sondern auch durch die Anlagerung an Lysosomen erklärt werden. Ein 
biochemischer Nachweis der Intermediate nach Isolierung von Lysosomen war aufgrund der 




Weiter wurde nach Überexpression des Intermediates 3ABC eine Reduktion von COPII-
Vesikeln festgestellt, die nicht bei überexprimiertem 3A oder 3AB zu erkennen war  
(Abb. 15). Im Vergleich zu benachbarten, untransfizierten Zellen (Pfeile), war eine starke 
Reduktion des Sec31-Proteins, welches ein Marker für COPII-Vesikel ist, bei einer 
Expression von 3ABC zu erkennen. Es war nahezu kein Sec31 detektierbar. 
Da es sich um eine proteolytische Spaltung durch 3C handeln könnte, wurde zusätzlich die 
Reduktion der COPII-Vesikel nach Überexpression der HAV-Protease 3C untersucht. Wie in 
der Immunoblot-Analyse bereits gezeigt wurde (Abb. 6), könnte die Protease nach 
Überexpression von HAV-3ABC durch Autokatalyse entstehen, und somit alleine die 
Reduktion der Vesikel verursacht haben. Die Expression des 3C-Proteins alleine führte 
jedoch zu keiner Reduktion der Vesikel (Abb. 15; unten), sodass folglich allein das 
Abb. 14: Assoziation von 3AB und 3ABC mit 
Lysosomen in FRhK-4-Zellen. FRhK-4- (oben) 
und HepG2-Zellen (unten) wurden 24 h nach dem 
Umsetzen in 24-Well-Platten mit 3AB-myc und 
3ABC-myc sowie mit einem Leervektor 
transfiziert. Nach weiteren 24 h erfolgte die 
Detektion der viralen Proteine (rot) und Lysosomen 
(grün) mittels indirekter IF. Die Auswertung 





Intermediat 3ABC und die mit der Fusion verbundene Konformation der Proteine 3A, 3B 
und 3C für diese Reduktion essentiell ist. 
 
 
Abb. 15: Suppression von COPII-Vesikeln durch HAV-3ABC. HepG2-Zellen wurden 24 h nach dem 
Umsetzen in 24-Well-Platten mit 3A-myc, 3AB-myc, 3ABC-myc sowie 3C-myc und einem Leervektor 
(Kontrolle) transfiziert. Nach weiteren 24 h erfolgte die Detektion der viralen Proteine (rot) und COPII-
Vesikeln (grün) mittels indirekter IF. Die Auswertung erfolgte am Fluoreszenzmikroskop. Pfeile markieren 
nicht-transfizierte Zellen. Balken = 10 μm. 
 
Im Rahmen einer von mir betreuten Projektarbeit von Marteusz Cienciala wurde weiterhin 
untersucht, ob die Reduktion der COPII-Vesikel durch HAV-3ABC Auswirkungen auf den 






Abb. 16: 3ABC inhibiert den klassischen, sekretorischen Transport zur Zellmembran. HepG2-Zellen 
wurden 24h nach dem Passagieren in 24-Well-Platten mit VSV-G-GFP und/oder 3ABC-myc transfiziert und 
die Zellen 24h bei 40°C inkubiert, sodass das VSV-G im ER akkumuliert. Nach 30 min Inkubation bei 32°C 
erfolgt der Transport über COPII-Vesikel zur Plasmamembran und das VSV-G kann nach 180 min bei 32°C in 
der Plasmamembran nachgewiesen werden. Nach den drei oben erwähnten Schritten wurde jeweils eine 
indirekte IF zur Detektion von 3ABC durchgeführt. Die Auswertung erfolgte am Fluoreszenzmikroskop.  
Balken = 10 μm (Cienciala, 2012).  
 
Zur Visualisierung des klassischen, sekretorischen Transportweges vom ER zum Golgi 
Apparat und von dort zur Plasmamembran wurde ein temperatursensitives, GFP-markiertes 
VSV-G-Protein des Vesicular Stomatitis Virus (VSV) verwendet (Presley et al., 1997). Dazu 
wurden die Zellen nach der Transfektion, damit das VSV-G-Protein nach dessen Expression 
durch Fehlfaltung im ER akkumuliert, bei 40°C über Nacht inkubiert (obere Zeile)  
(Balch et al., 1994). Nach einem Temperaturschifft zu 32°C wird das VSV-G-Protein nun 
nach circa 30 min zum Golgi (mittlere Zeile) und von dort nach circa 180 min zur 
Plasmamembran transportiert (untere Zeile). Die Cotransfektion von 3ABC und dem VSV-G 





Apparat und somit zur Plasmamembran stattfindet (Abb. 16; mittlere Spalte; unten). Das 
VSV-G ist in 3ABC-exprimierenden Zellen lediglich im Bereich des ERs lokalisiert und 
kann nicht, wie in den Kontrollen, in der Plasmamembran identifiziert werden. 
 
Für die HAV-Proteine der P3 Region kann zusammenfassend gesagt werden, dass HAV-3A 
sowie die Intermediate 3AB und 3ABC mit Mitochondrien kolokalisieren und diese für eine 
veränderte Morphologie der Organellen verantwortlich sind. Durch die Überexpression von 
3A entstehen vesikelartige Aktinstrukturen und die Intermediate 3AB und 3ABC 
kolokalisieren mit Lysosomen. Zuletzt verursacht die Überexpression von HAV-3ABC die 
Reduktion der COPII-Vesikel und inhibiert damit den klassischen Sekretionsweg. 
Zur Übersicht sind die Assoziationen und Effekte nach Überexpression der einzelnen HAV-
Proteine in Tabelle 10 zusammengefasst. 
 
Tabelle 10: Zusammenfassung der identifizierten Assoziationen und Effekte der einzelnen HAV-Proteine 
nach Überexpression in FRhK-4- bzw. HepG2-Zellen. 
HAV- 






2B Assoziation mit dem ER (postuliert) - (+*) - (+*) Veränderungen von ERGIC-Strukturen + - 
2C Reduktion von α-Tubulin und Mitochondrien + - Inhibition der Proteinbiosynthese + - 
 Umlagerung von Lipid Droplets + + 
3A 
Kolokalisation mit Mitochondrien und 
Strukturveränderungen von Mitochondrien + + 
Kolokalisation mit Autophagosomen - + 
Induktion von ringförmigen Aktinstrukturen und 
Kolokalisation mit diesen + - 
3AB 
Kolokalisation mit Mitochondrien und 
Strukturveränderungen von Mitochondrien + + 
Kolokalisation mit Lysosomen + - 
3ABC 
Kolokalisation mit Mitochondrien und 
Strukturveränderungen von Mitochondrien + + 
Kolokalisation mit Lysosomen + - 
Inhibition des klassischen Sekretionsweg + + 









3.2 Interaktion von HAV mit intrazellulären Membranen und Organellen 
 
Bis heute sind für das Hepatitis A-Virus weder die zur Replikation rekrutierten Membranen, 
noch der Mechanismus der nicht-lytischen Freisetzung bekannt. Erschwert wird die Analyse 
nicht zuletzt durch die sehr langsame und ineffiziente Replikation, sowie die geringe Anzahl 
an Viruspartikeln innerhalb der Zelle. Elektronenmikroskopische Aufnahmen haben jedoch 
gezeigt, dass das Virus intrazellulär mit bisher noch nicht identifizierten Membranen 
assoziiert ist (Asher et al., 1987; Heinricy et al., 1987). Die zuvor gewonnenen Resultate 
nach Überexpression der einzelnen HAV-Proteine sollten im Folgenden als Anhaltspunkte 
genutzt werden, um mögliche Interaktionen und zelluläre Strukturveränderungen während 
einer HAV-Infektion zu identifizieren. Da die Expressionsrate der einzelnen HAV-Proteine 
während einer HAV-Infektion sehr gering ist, war zu erwarten, dass die zuvor detektierten 
Strukturveränderungen und Kolokalisationen nach Überexpression nur in sehr geringem 
Maße bis gar nicht in infizierten Zellen zu detektieren sind. Für die Untersuchungen wurden 
mit HAV infizierte FRhK-4-Zellen sowie HepG2-Zellen verwendet, welche jeweils in einem 
Zeitraum von drei bis zehn Tagen nach Infektion mittels indirekter IF analysiert wurden, um 
Strukturveränderungen in verschiedenen Phasen des Lebenszyklus zu erfassen. Für die 
indirekte IF wurden die jeweiligen Zellen in 24-Well-Platten umgesetzt und nach  
24 h mit HAV (MOI=1) infiziert. Nach dem gewünschten Zeitraum der Infektion wurden die 
Zellen fixiert und zelluläre Kompartimente wie Mitochondrien, ER, ERGIC-Strukturen, 
Golgi Apparat, COPII-Vesikel, Endosomen, Exosomen, Lysosomen, Autophagosomen und 
Peroxisomen sowie Aktinfilamente und Mikrotubuli zusammen mit HAV mit Hilfe von 
Antikörpern detektiert. Die Auswertung erfolgte am Fluoreszenzmikroskop. Da HAV in 
Zellkultur persistierende Infektionen verursacht, wurden zusätzlich persistent-infizierte 
Zellen, welche länger als 14 Tage infiziert waren, zur Analyse herangezogen.  
Während einer HAV-Infektion konnten weder intrazelluläre Veränderungen der oben 
genannten Organellen und Strukturen festgestellt werden, noch wurden Kolokalisationen von 
HAV mit den Zellkompartimenten identifiziert (nicht gezeigt). Die einzige Ausnahme 
stellten die Lysosomen dar (Abb. 17). Hier konnte eine Kolokalisation von HAV mit den 








3.2.1 Lokalisation von HAV in Lysosomen 
 
Durch indirekte IF konnte eine Kolokalisation von HAV und Lysosomen festgestellt werden 
(Abb. 17). Die für HAV typischen, intrazellulären, granularen Strukturen (rot) 
kolokalisierten nahezu vollständig mit den Lysosomen (grün) oder Lysosomen-ähnlichen 
Organellen (LRO = lysosome-related organelle), welche auch durch den anti-LAMP2-
Antikörper detektiert werden. Im Vergleich zu nicht-infizierten Zellen (Mock) fällt auf, dass 
die Immunreaktivität des anti-LAMP2-Antikörpers bei HAV-infizierten Zellen zunimmt, 
was zum einen durch ein Anschwellen der Lysosomen durch die Akkumulation von HAV 
innerhalb des Organells und zum anderen auf ein Rearrangement der lysosomalen Membran 
zurückgeführt werden kann. Eine relative Quantifizierung der LAMP2-Expression durch 
eine Real-Time PCR zeigte jedoch keine signifikanten Veränderungen der LAMP2-




Mit Hilfe eines Lasermikroskops wurden zusätzlich Schichtaufnahmen gemacht, die 
belegen, dass die HAV-Partikel tatsächlich innerhalb der Lysosomen lokalisiert sind  
(Abb. 17).   
Bei starker, mikroskopischer Vergrößerung eines mit HAV-Partikeln beladenden Lysosoms 
wurde deutlich sichtbar, dass sich die HAV-Partikel innerhalb des Organells befinden und 
Abb. 17: HAV kolokalisiert mit Lysosomen. HepG2-Zellen wurden in 
24-Well-Platten passagiert und nach 24 h mit Mock-Lysat oder HAV 
infiziert (MOI = 1). Acht Tage nach Infektion wurden die Zellen mittels 
indirekter IF analysiert. HAV wurde durch rabbit anti- HAV-VP1-
Antikörper in Kombination mit goat anti- rabbit Alexa568-Antikörpern und 
Lysosomen durch mouse anti-LAMP2-Antikörper in Kombination mit goat 
anti-mouse Alexa488-Antikörpern detektiert. Die Analyse erfolgte am 
Lasermikroskop. Für die Schichtaufnahmen wurden 43 Schichten in einer 
gesamten Länge von 10,5 μm in der Z-Achse aufgenommen und mit Hilfe 





dort akkumulieren (Abb. 18). Ein Scann durch das Lysosom zeigte, dass im äußeren Bereich 
des Lysosoms ausschließlich LAMP2 (grün) detektiert wurde, während im Inneren eine 
Überlagerung der LAMP2-Färbung (grün) und der HAV-Färbung (rot) zu erkennen war. 
Aufgrund der dicht gepackten Capsid-Proteine von HAV haben niedrige pH-Werte von bis 
zu 1,0 für 90 Minuten keinen Einfluss auf dessen Infektiösität (Scholz et al., 1989), wodurch 
HAV in sauren pH-Bereichen der Lysosomen problemlos existieren kann.   
 
 
Abb. 18: HAV akkumuliert in Lysosomen. Stark vergrößerte Darstellung eines Lysosoms in einer persistent, 
HAV-infizierten HepG2-Zelle. Die Aufnahmen zeigen einen Scann durch die Z-Achse eines etwa 3 μm großen 
Lysosoms, welches mit HAV-Partikel beladen ist. Die äußeren Aufnahmen zeigen den oberen bzw. unteren, 
äußeren Bereich des Lysosoms, die beiden mittleren Aufnahmen stellen den mittleeren Querschnitt durch ein 
Lysosom dar. Für die indirekte IF wurden zur Färbung des Lysosoms (grün) mouse anti- LAMP2-Antikörper in 
Kombination mit goat anti-mouse Alexa488-Antikörpern verwendet und HAV (rot) wurde durch rabbit anti- 
HAV-VP1-Antikörper in Kombination mit goat anti- rabbit Alexa568-Antikörpern angefärbt. Balken = 1 μm. 
 
Zur weiteren Analyse der HAV-Partikel in Lysosomen sollten die lysosomalen Organellen 
durch differentielle Zentrifugation, mit sich anschließender Dichtegradientenzentrifugation, 
isoliert und im Immunoblot untersucht werden.  
Für die differentielle Zentrifugation wurden persistent infizierte HepG2-Zellen aus einer  
80 cm2 Zellkulturflasche zunächst abgelöst und zweimal mit PBS sowie einmal mit 
Homogenisierungspuffer gewaschen. Es folgte eine mechanische Lyse im 
Homogenisierungspuffer. Zelltrümmer wurden durch zweimaliges Zentrifugieren bei 2500xg 
pelletiert und der Überstand weitere zweimal bei 3000xg zentrifugiert. Der daraus 
entstandene Überstand enthielt unter anderem die Lysosomen, welche durch 28-minütiges 
Zentrifugieren bei 14000xg pelletiert wurden. Das Pellet wurde in Homogenisierungspuffer 
aufgenommen und mit OptiPrep auf 30 % Iodixanol eingestellt. Die Probe wurde nun unter 
den Iodixanol-Gradienten (5 mL; 10-30 % Iodixanol) geschichtet und dieser anschließend 
für zwei Stunden bei 70000xg zentrifugiert. Der Gradient wurde im Anschluss in neun 





Immunoblot analysiert. Da LAMP2 ein Molekulargewicht von circa 110 kDa hat und das 
HAV-VP1-Protein ein Molekulargewicht von circa 29 kDa besitzt, konnten die Proteine auf 
der gleichen Membran detektiert werden. Lysosomen wurden durch rabbit anti-LAMP2-
Antikörper und HAV durch rabbit anti-HAV-VP1-Antikörper in Kombination mit 
Peroxidase gekoppelten, sekundären Antikörpern über Chemilumineszenz detektiert.  
Es zeigte sich, dass durch die Isolierung von Lysosomen auch HAV isoliert werden konnte, 
was die Inklusion der Viruspartikel in diesen Organellen bestätigt (Abb. 19A). Lysosomen 
konnten hier hauptsächlich in den Fraktionen 5, 6 und 7 identifiziert werden. Die Verteilung 
der Lysosomen auf mehrere Fraktionen ist aufgrund der vielfältigen Morphologie und 
Funktionen der Lysosomen nicht reduzierbar und wird auch in der Literatur beschrieben 
(Graham, 2001a). HAV konnte mit Ausnahme von Fraktion 1 in den gleichen Fraktionen 
identifiziert werden, in denen auch das lysosomale Protein LAMP2 nachgewiesen werden 
konnte.  
Durch eine Dichtegradientenzentrifugation von aufgereinigtem HAV, welches durch 
Ultraschallbehandlung und anschließender Aufreinigung im Sucrose-Gradienten nicht mit 
Membranen assoziiert vorliegt, konnte nachgewiesen werden, dass es sich in der ersten 
Fraktion um frei in der Zelle vorliegendes Virus handelt (Abb. 19B). Auffällig für das in 
lysosomalen Fraktionen enthaltene HAV war, dass nicht nur reifes VP1, sondern auch das 
Proteinintermediat VP1-2A nachgewiesen werden konnte. Folglich sind auch nicht 
vollständig gereifte Viruspartikel in den lysosomalen Organellen enthalten. 
Zur Kontrolle des Dichtegradienten wurden die Verteilung von Lysosomen in Fraktionen 
von nicht-infizierten HepG2-Zellen analysiert, sowie die Anwesenheit weiterer 
Zellorganellen und Membranen in den Gradienten-Fraktionen untersucht (Abb. 19B). Bei 
der Verteilung der Lysosomen fiel auf, dass diese in nicht-infizierten Zellen auf weniger 
Fraktionen aufgeteilt sind, sodass die Akkumulation von HAV innerhalb der Lysosomen 
vermutlich eine Veränderung der Dichte der Lysosomen zur Folge hat.  
Neben Lysosomen konnten des Weiteren noch Mitochondrien innerhalb des Gradienten 
identifiziert werden, welche hauptsächlich in der Fraktion 4 angereichert waren (Abb. 19B). 
ER- oder auch Golgi-Membranen sowie Endosomen, Autophagosomen oder Peroxisomen 








Abb. 19: HAV in isolierten Lysosomen. HepG2-Zellen (80 cm2) wurden abtrypsiniert, zweimal mit PBS und 
einmal mit Homogenisierungspuffer (HM) gewaschen. Die Zellen wurden in HM aufgenommen und 
mechanisch lysiert. Zelltrümmer wurden durch zweimaliges Zentrifugieren bei 2500xg für 5 min pelletiert und 
der Überstand durch zweimaliges Zentrifugieren bei 3000xg für 10 min weiter gereinigt. Der Überstand wurde 
28 min bei 14000xg zentrifugiert, um die lysosomalen Organellen zu pelletieren. Das Pellet wurde in HM 
aufgenommen und mit Gradienten-Medium auf 30% Iodixanol eingestellt und unter den Gradienten 
geschichtet. Die Dichtegradientenzentrifugation erfolgte in einem 10% bis 30% Iodixanol-Gradienten für 2h 
bei 70000xg. Der Gradient wurde im Anschluss in neun gleiche Fraktionen unterteilt, deren Dichte gemessen 
und 20 μL zur Analyse im Immunoblot verwendet. Die Auftrennung der Proteine erfolgte in einem 11%igen 
SDS-Polyacrylamidgel bei 160 V für circa 1,5 h. Nach einem 2 h Transfer auf eine Nitrozellulose-Membran bei 
200mAh erfolgte die Detektion des lysosomalen Proteins LAMP2 (mouse anti-LAMP2; 110 kDa), HAV durch 
VP1 (rabbit anti-HAV-VP1; VP1 = 29 kDa; VP1-2A = 37 kDa) sowie Mitochondrien durch mouse anti-
Mitochondria-Antikörper (60 kDa). Als sekundärer Antikörper wurden Peroxidase gekoppelte Antikörper 
verwendet und die Chemilumineszenz mit Röntgenfilmen detektiert. (A) Analyse von persistent mit HAV 
infizierten HepG2-Zellen. (B) Analyse der Verteilung von Lysosomen nicht-infizierter HepG2-Zellen (Mock), 
der Verteilung von aufgereinigtem HAV (VP1) und der Verteilung von Mitochondrien innerhalb der 
Gradienten-Fraktionen. Weitere Zellorganellen und Membranen konnten nicht detektiert werden. 
 
Kinetische Studien konnten zeigen, dass HAV erst sechs Tage nach einer Infektion in 
Lysosomen nachgewiesen werden kann (Abb. 20). Die Immunoblot-Analyse nach Isolierung 
von Lysosomen zeigte, dass im frühen Stadium der Infektion ausschließlich nicht 
assoziiertes Virus in Fraktion 1 nachgewiesen werden kann, welches durch das Inoculum zu 





Fraktionen nachweisebar. Die detektierte Menge an VP1 stieg mit fortschreitender Infektion 
an (Tag 8). Auffällig war, dass zu Beginn des Eintritts in die Lysosomen (Tag 6) die Menge 
an dem ungespaltenen Intermediat VP1-2A im Vergleich zu reifem VP1 größer war. Dieses  
 
 
Abb. 20: HAV kann 6 Tage nach Infektion in Lysosomen detektiert werden. (A) Kinetische Studien von 
HAV nach Isolation von Lysosomen. HAV infizierte HepG2-Zellen (MOI = 1; 80 cm2) wurden an Tag 3, 6 und 
8 nach Infektion trypsiniert, zweimal mit PBS und einmal mit Homogenisierungspuffer (HM) gewaschen. Die 
Zellen wurden in HM aufgenommen und mechanisch lysiert. Zelltrümmer wurden durch zweimaliges 
Zentrifugieren bei 2500xg für 5 min pelletiert und der Überstand durch zweimaliges Zentrifugieren bei 3000xg 
für 10 min gereinigt. Der Überstand wurde 28 min bei 14000xg zentrifugiert, um die lysosomalen Organellen 
zu pelletieren. Das Pellet wurde in HM aufgenommen und mit Gradienten-Medium auf 30 % Iodixanol 
eingestellt und unter den Gradienten geschichtet. Die Dichtegradientenzentrifugation erfolgte in einem 10 % 
bis 30 % Iodixanol-Gradienten für 2 h bei 70000xg. Der Gradient wurde im Anschluss in neun gleiche 
Fraktionen unterteilt, deren Dichte gemessen und 20 μL zur Analyse im Immunoblot verwendet. Die Proteine 
wurden in einem 11%igen SDS-Polyacrylamidgel nach ihrem Molekulargewicht getrennt und anschließend auf 
eine Nitrozellulose-Membran transferiert. Die Detektion des lysosomalen Proteins LAMP2 (mouse anti-
LAMP2; 110 kDa) und HAV durch VP1 (rabbit anti-HAV-VP1; VP1 = 29 kDa; VP1-2A = 37 kDa) erfolgte 
durch Chemilumineszenz mit Röntgenfilmen über sekundäre Peroxidase-gekoppelte Antikörper.  
(B) HepG2-Zellen wurden in 24-Well-Platten umgesetzt und nach 24 h mit HAV infiziert (MOI = 1). Nach 3, 6 
und 8 Tagen nach Infektion erfolgte die Detektion von HAV und Lysosomen durch indirekte IF. Zur Färbung 
der Lysosomen (grün) wurden mouse anti- LAMP2-Antikörper in Kombination mit goat anti-mouse Alexa488-
Antikörper verwendet und HAV (rot) wurde durch rabbit anti-HAV-VP1-Antikörper in Kombination mit goat 





Verhältnis verschob sich jedoch bei fortschreitender Infektion (Tag 8) und mehr reifes VP1 
konnte in den lysosomalen Fraktionen detektiert werden.  
Übereinstimmend damit, zeigte die Analyse der persistent infizierten Zellen, dass im Verlauf 
der Infektion hauptsächlich reife Viruspartikel in den lysosomalen Fraktionen zu finden sind 
und der Anteil an VP1-2A deutlich schwächer war (Abb. 19A). Die Verschiebung des 
Verhältnisses der Menge an reifen VP1 und nicht reifem VP1-2A könnte auf eine 
Beteiligung der Lysosomen an der Reifung der Viruspartikel hindeuten. Der Anstieg der 
Menge an reifen Viruspartikeln in Fraktion 1 könnte durch Re-Infektionen von neu 
synthetisiertem Virus zu erklären sein (Abb. 20A). 
Auch die Analyse durch indirekte IF machte erste Kolokalisationen von HAV-Partikeln und 
Lysosomen sechs Tage nach Infektion sichtbar (Abb. 20B). Zu Beginn der Infektion (Tag 3) 
war für HAV (rot) eine diffuse Färbung innerhalb des Cytosols zu erkennen, die jedoch nach 
Tag 6 in die, für HAV typischen, granularen Strukturen wechselte. Auch war nach Infektion 
eine erhöhte Immunreaktivität des anti-LAMP2-Antikörpers zu erkennen, sowie ein 
Anschwellen der Organellen. In Übereinstimmung damit, war das Anschwellen der 
Lysosomen im Immunoblot sichtbar, da hier im Verlauf der Infektion die Lysosomen in 
mehreren Fraktionen identifiziert werden konnten und folglich die Bandbreite der Dichte der 
Lysosomen zunahm (Abb. 20A). Aufgrund der sich verändernden Morphologie der 
Lysosomen nach einer HAV-Infektion sowie der anzunehmenden veränderten 
Membranzusammensetzung (verstärkte Immunreaktivität des anti-LAMP2-Antikörpers), ist 
davon auszugehen, dass es sich nicht um Lysosomen im klassischen Sinne handelt, sondern 
um Lysosomen-ähnliche Organellen. Im weiteren Verlauf dieser Arbeit werden die  
LAMP2-positiven Organellen folglich als LROs bezeichnet. 
 
3.2.2 Funktion von Lysosomen bei der Reifung von HAV 
 
Da sowohl reifes VP1 als auch nicht reifes VP1-2A in den isolierten Lysosomen 
nachweisbar war und die Menge an reifem VP1 im Verlauf der Infektion zunahm, lag die 
Vermutung nahe, dass diese Reifungsspaltung innerhalb der lysosomalen Organellen 
stattfindet. Erste Hinweise gab es bereits in einer Studie von Morace et al., in der die 
Spaltung von VP1-2A in vitro mit verschiedenen Enzymen untersucht wurde. Es konnte 
gezeigt werden, dass die lysosomale Protease Cathepsin L in der Lage ist, die Spaltung von 





bezüglich der Zugänglichkeit der Protease zu HAV in vivo wurden jedoch nicht 
durchgeführt. Mit Hilfe eines Cathepsin L-Knock-downs in infizierten HepG2-Zellen, sollte 
hier nun geklärt werden, ob dieses Enzym tatsächlich an der Reifung von HAV-Virionen 
beteiligt ist.  
Hierfür wurden zunächst Cathepsin L-Knock-down-Zellen mittels gentechnisch veränderter, 
lentiviraler Partikel hergestellt und die Reduktion der Cathepsin L-Expression wurde durch 
eine RT-PCR bestätigt.  
Die Produktion der lentiviralen Partikel erfolgte in HEK293T-Zellen nach Co-Transfektion 
von drei Plasmiden. Das Transferplasmid enthält dabei die spezifische shRNA-Sequenz für 
den Cathepsin L-Knock-down, das Hüllplasmid kodiert für die Signalenzyme zum Assembly 
des Partikels und das Verpackungsplasmid kodiert für die Glykoproteine der Hülle. Ein 
weiteres Transferplasmid enthielt eine Scramble Sequenz und diente als Negativkontrolle. 
Beide Transferplasmide wurden zuvor im Rahmen einer von mir betreuten Masterarbeit von 
Cornelia Hanke hergestellt. Die Co-Transfektion erfolgte in 10 cm Schalen mittels Calcium-
Phosphat Präzipitation. Nach drei Tagen erfolgte die Kontrolle der Partikel-Produktion durch 
einen Schnelltest, der eine Partikel-Konzentration von über 5x105 Partikeln/mL als positiv 
anzeigt. Es folgte die Abnahme des Mediums und die Abzentrifugation der toten Zellen, 
sowie eine anschließende Ultrazentrifugation zur Pelletierung und Aufkonzentrierung der 
viralen Partikel. Die Partikel wurden in 500 μL DMEM aufgenommen und zur Transduktion 
von HepG2-Zellen werden. Um die Aufnahme der Partikel zu erleichtern wurde eine Stunde 
zuvor 8 μg/mL Polybrene zum Haltungsmedium der HepG2-Zellen hinzugefügt. Das 
partikelhaltige Medium wurde tröpfchenweise auf die Zellen gegeben und die Zellen über 
Nacht inkubiert. Am Folgetag wurde das Haltungsmedium durch Frisches ersetzt. Die 
Selektion der Zellen erfolgte nach vier Tagen durch 2 mg/mL Puromycin im 
Haltungsmedium über zwei Wochen. Im Anschluss wurde die Cathepsin L-Expression der 
shCathepsin L (Cat) und der shScramble (Scr) HepG2-Zellen durch eine RT-PCR überprüft. 
RNA wurde von Zellen eines Wells einer 6-Well-Platte mit PeqGold TriFast isoliert. 2 μg 
der RNA wurden für den DNA-Verdau und die anschließende reverse Transkription 
verwendet. 1/10 der cDNA wurden jeweils für die PCR zur Amplifikation des Cathepsin L-
Fragments und des ß-Aktin-Fragments eingesetzt. Die Expressionen wurden sowohl in  
Scr- als auch in Cat-Zellen auf einem Agarosegel analysiert und die relativen 





Anhand des Agarosegels in Abbildung 21A ist zu sehen, dass die Cathepsin L-mRNA in den 
shCathepsin L-Knock-down-Zellen (Cat) im Vergleich zu den Kontrollzellen (Scr) stark 
reduziert ist. Zur weiteren Auswertung wurden die relativen Bandenintensitäten mit Hilfe der 
Software ImageJ bestimmt, und die Intensitäten der Cathepsin L-Expression relativ zur  
ß-Aktin-Expression dargestellt (Abb. 21B). Die Ergebnisse aus drei unabhängig voneinander 
durchgeführten Experimenten zeigten, dass eine Reduktion der Cathepsin L-Expression um 
50 % im Vergleich zu den Kontrollzellen erreicht werden konnte.  
 
 
Abb. 21: Knock-down führt zu 50 % reduzierter Cathepsin L-Expression. (A) Agarose-Gelelektrophorese 
nach RT-PCR zur semi-quantitativen Analyse der Cathepsin L-Expression. Es wurden jeweils 2 μg isolierte 
RNA aus shCathepsin L-HepG2-Zellen und shScramble-HepG2-Zellen für einen DNA-Verdau mit 
anschließender reversen Transkription verwendet. 2 μL des 20 μL RT-Ansatzes wurden jeweils für die 
Cathepsin L- bzw. ß-Aktin-spezifische PCR verwendet. 5 μL der PCR wurden auf das 1 %ige Agarosegel 
aufgetragen. Gezeigt ist eine Aufnahme eines repräsentativen Gels. (B) Cathepsin L-Expression gemessen an 
den relativen Bandenintensitäten der Cathepsin L-Amplifikaten relativ zu den ß-Aktin-Amplifikaten. Die 
relativen Bandenintensitäten wurden mit ImageJ ausgewertet. Es sind die Mittelwerte und 
Standardabweichungen aus drei unabhängigen Experimenten dargestellt.  
 
Nach erfolgreicher Herstellung der Cathepsin L-Knock-down-Zellen folgten nun die 
Experimente zur Analyse der Reifung von HAV durch die lysosomale Protease  
Cathepsin L. 
Hierfür wurden die shCathepsin L- und die shScramble-HepG2-Zellen in 6 cm Schalen 
umgesetzt und am Folgetag mit HAV mit einer MOI von 1 infiziert. Sechs Tage nach der 
Infektion wurden die Zellen zur weiteren Analyse lysiert, der Proteingehalt bestimmt und die 
gleiche Menge an Protein in der SDS-PAGE eingesetzt. In der Immunoblot-Analyse wurden 
VP1 und VP1-2A durch rabbit anti-VP1-Antikörper detektiert und die relativen 





Wie in Abbildung 22A zu sehen ist, war im Vergleich zu den Kontrollzellen (Scr) in Zellen 
mit geringerer Cathepsin L-Expression (Cat) deutlich mehr unreifes VP1-2A vorhanden. 
Auch das Verhältnis von reifem VP1 zu unreifem VP1-2A ist bei geringer Cathepsin L-
Expression deutlich niedriger. Die Auswertung der relativen Bandenintensitäten 
verdeutlichte dies, da der Anteil an reifem VP1 im Vergleich zur Kontrolle um 45 % 
reduziert war (Abb. 22B). Die stark reduzierte Spaltung von VP1-2A in Cathepsin L-Knock-




Abb. 22: Cathepsin L-Knock-down reduziert die Spaltung von VP1-2A. (A) shCathepsin L (Cat) und 
Kontrollzellen (Scr) wurden in 6 cm Schalen umgesetzt und am Folgetag mit HAV (MOI = 1) infiziert. Nach 
sechs Tagen wurden die Zellen zweimal mit PBS gewaschen, in 100 μL RIPA-Puffer mit einem Zellschaber 
abgekratzt und die Zellen für 30 min bei 4°C lysiert. Anschließend wurden nicht lysierte Zellen und Zellkerne 
bei 1500xg abzentrifugiert. Die Proteinkonzentration wurde nach Bradford bestimmt und 20 μg Protein wurden 
zur SDS-PAGE mit anschließenden Immunoblot eingesetzt. VP1 wurde durch rabbit anti-HAV-VP1-
Antikörper in Kombination mit HRP-konjugierten bovine anti-rabbit-Antikörpern über Chemilumineszenz 
detektiert und mit Röntgenfilmen sichtbar gemacht. Gezeigt ist ein Scann eines repräsentativen Röntgenfilms. 
(B) Die relativen Bandenintensitäten des reifen VP1 und des unreifen VP1-2A wurden mit Hilfe der Software 
ImageJ bestimmt, und der Anteil an reifem VP1 zum gesamten VP1 relativ zur Kontrolle (Scr) bestimmt. 
Dargestellt sind die Mittelwerte und die Standardabweichung von drei unabhängigen Experimenten. 
 
3.2.3 Einfluss von Lysosomen auf die Replikation von HAV und dessen nicht-lytische 
Freisetzung 
 
Da HAV erst nach sechs Tagen in lysosomalen Organellen nachzuweisen war und dort eine 
Reifung der Viruspartikel stattfindet, ist anzunehmen, dass die LROs möglicherweise auch 
für die HAV-Replikation oder aber auch für dessen Freisetzung von Bedeutung sind. 
Erste Hinweise, dass LROs bei der nicht-lytischen Freisetzung von HAV von Bedeutung 





HAV-infizierten Zellen (Abb. 23). In unmittelbarer Nähe zur Plasmamembran konnten 
LROs (grün) detektiert werden, die mit HAV-Partikeln (rot) kolokalisierten. Hierbei könnte 
es sich um einzelne Ereignisse der Virusfreisetzung handeln.   
 
 
Abb. 23: HAV-beladene, lysosomale Organellen an der Plasmamembran. Persistent-infizierte Zellen 
wurden in 24-Well-Platten umgesetzt und nach 24 h für die indirekte IF-Analyse verwendet. HAV wurde durch 
rabbit anti-HAV-VP1-Antikörper in Kombination mit goat anti-rabbit Alexa568-Antikörpern detektiert und die 
LROs mit mouse anti-LAMP2-Antikörper in Kombination mit goat anti-mouse Alexa488-Antikörpern sichtbar 
gemacht. Die Analyse erfolgte am Lasermikroskop. (B) ist ein stark vergrößerter Bereich der grünen Box in 
(A). Balken = 10 μm. 
 
Zur weiteren Analyse der Bedeutung der LROs für eine HAV-Infektion wurden Inhibitoren 
verwendet, die zum einen generelle, lysosomale Funktionen hemmen und zum anderen 
explizit die Fusion der Organellen mit der Plasmamembran inhibieren.  
Chloroquine wurde zur Inhibition genereller, lysosomaler Funktionen verwendet. Diese 
Substanz diffundiert aufgrund des geringen pH-Wertes der Lysosomen durch deren 
Membran und akkumuliert im Inneren des Organells. Dieses führt zur Erhöhung des  
pH-Wertes und somit zur Inaktivierung der pH-abhängigen, lysosomalen Enzyme  
(Yoon et al., 2010).  
Zur Hemmung der Fusion der LROs mit der Plasmamembran wurde der Inhibitor  
Vacuolin-1 verwendet (Cerny et al., 2004; Liu et al., 2012). Um Effekte der Hemmung 
identifizierten zu können, wurde ein Assay entwickelt, bei dem die infizierten Zellen über 
einen Zeitraum von sieben Tagen mit dem Inhibitor behandelt wurden, da HAV nur sehr 
langsam repliziert und die Infektion somit nur langsam fortschreitet. Anschließend wurden 





Virusfreisetzung machen zu können. Es wurden möglichst geringe Mengen an Inhibitor 
zugegeben, um die Zellvitalität nicht zu beeinflussen. 
So wurde zunächst die optimale Konzentration der Inhibitoren durch einen Zellvitalitätstest 
bestimmt (Abb. 24A). Hierfür wurden HepG2-Zellen in 96-Well-Platten umgesetzt und nach 
drei Tagen jeweils zwei Spalten mit steigenden Konzentrationen an CQ bzw. V-1 behandelt. 
Die Behandlung erfolgte über sieben Tage. Im Anschluss wurde ein MTT-Test durchgeführt 
und der Farbumschlag in den Wells photometrisch bestimmt. Unbehandelte Zellen bzw. tote 
Zellen dienten als Positiv- bzw. Negativkontrolle und wurden zur Berechnung der 
prozentualen Zellvitalität verwendet. Für CQ wurde sichtbar, dass eine Konzentration über 
20 μM (20 μM = 90% Zellvitalität) zu einer starken Reduktion der Zellvitalität führt, sodass 
20 μM für weitere Assays verwendet wurde. Bei 40 μM CQ war die Zellvitalität bereits auf 
60% gesunken (Abb. 24A).  
Bei mikroskopischen Analysen zeigte die Behandlung von HAV-infizierten Zellen mit  
20 μM CQ, dass die Anzahl der Lysosomen (grün) innerhalb der Zelle drastisch ansteigt und 
die HAV-Infektion (rot) stark beeinträchtigt wird (Abb. 24B). Aufgrund der starken 
Redution des HAV-Titers ist hier die IF-Analyse nach 14 Tagen gezeigt, da zuvor eine 
Detektion von HAV nicht möglich war. Die für HAV typischen granularen Strukturen, wie 
sie in den unbehandelten Zellen zu erkennen sind, konnten jedoch auch nach 14-tägiger 
Infektion nicht identifiziert werden. Zu erkennen war nur eine schwache, diffuse Färbung 
des Cytosols. Die stark ansteigende Anzahl an Lysosomen könnte durch den 
Funktionsverlust der Organellen erklärt werden, den die Zelle zu kompensieren versucht. 
Für V-1 war eine starke Reduktion der Zellvitalität bei einer Konzentration von mehr als  
10 μM V-1 (10 μM = 95% Zellvitalität) zu erkennen, sodass 10 μM für weitere Analysen 
verwendet wurden. Bei einer Konzentration von 20 μM war die Vitalität auf bis zu 50 % 
gesunken (Abb. 24A).  
Mikroskopische Analysen zeigten, dass eine Vacuolin-1-Behandlung ein starkes 
Anschwellen der Lysosomen (grün) zur Folge hat, was auf die unterdrückte Fusion der 
Organellen mit der Plasmamembran zurückgeführt werden kann (Abb. 24B). HAV (rot) 
konnte zum Teil kolokalisierend mit den stark vergrößerten Lysosomen detektiert werden, 
doch zugleich war die Färbung des Virus etwas diffuser und nicht alle detektierten HAV-
Partikel zeigten eine Überlagerung mit Lysosomen. Auch hier wurde die Auswertung am 
Mikroskop erst 14 Tage nach Infektion durchgeführt, da nach sieben Tagen für die  






Abb. 24: Auswirkungen von Chloroquine und Vacuolin-1 auf die Zellvitalität und das Erscheinungsbild 
von Lysosomen und HAV in infizierten Zellen. (A) Konzentrationen über 20 μM CQ und 10 μM V-1 führen 
zu einer starken Reduktion der Zellvitalität. HepG2-Zellen wurden in 96-Well-Platten umgesetzt und nach drei 
Tagen wurden die Inhibitoren mit steigenden Konzentrationen von 5 bis 40 μM zugegeben. Es wurden je  
16 Wells pro Konzentration analysiert. Sieben Tage nach Behandlung wurde ein MTT-Test durchgeführt und 
der Farbumschlag photometrisch bestimmt. Als Positiv- bzw. Negativkontrolle wurden unbehandelte Zellen 
bzw. tote Zellen verwendet, mit Hilfe derer die relative Zellvitalität berechnet wurde. (B) Bereits geringe 
Konzentrationen an CQ und V-1 zeigen starke Effekte auf Lysosomen und die HAV-Infektion. HepG2-Zellen 
wurden in 24-Well Platten umgesetzt und am Folgetag mit HAV infiziert (MOI = 1). Nach zwei Tagen erfolgte 
die Zugabe von entweder 20 μM CQ oder 10 μM V-1. Als Kontrolle dienten unbehandelte, infizierte Zellen. 
Nach 14 Tagen wurden die Effekte der Inhibitoren durch indirekte IF analysiert. HAV wurde durch rabbit anti-
HAV-VP1-Antikörper in Kombination mit goat anti-Alexa568-Antikörpern und Lysosomen durch mouse anti-
LAMP2-Antikörper in Kombination mit goat anti-Alexa488-Antikörpern detektiert. Balken = 10 μm. 
 
Im Anschluss sollte nun der Einfluß der Hemmung der lysosomalen Funktionen auf den 
extrazellulären und intrazellulären HAV-Titer untersucht werden. Dazu wurden HepG2- 
Zellen in 6 cm Schalen umgesetzt und am Folgetag mit HAV infiziert (MOI = 1). Nach zwei 
Tagen wurden die Inhibitoren zugegeben und die Zellen für sieben Tage behandelt. Im 
Anschluß wurde das Medium der Schalen zur Bestimmung des extrazellulären HAV-Titers 
verwendet. Das gleiche Volumen an Medium wurde auf die Zellen gegeben, diese durch 
dreimaliges Einfrieren und Auftauen lysiert und zur Bestimmung des intrazellulären Titers 
verwendet. Zusätzlich zu den niedrigen Inhibitorkonzentrationen wurden die Analysen auch 
bei höheren Konzentrationen durchgeführt, um zu überprüfen, ob die Auswirkungen auf den 





Die Hemmung lysosomaler Funktionen durch Chloroquine führte zu einer starken Reduktion 
des HAV-Titers, sowohl extra- als auch intrazellulär (Abb. 25A). Die Abbildung zeigt einen 
proportionalen Abfall beider Titer von CQ-behandelten Zellen. Bereits niedrige 
Konzentrationen von 20 μM Chloroquine reduzierten den extrazellulären Titer von 
2,4x107/mL auf 4,3x104/mL und den intrazellulären Titer von 3,2x106/mL auf 1,6x103/mL 
und führten somit zu einer Reduktion beider Titer um circa 99%. Eine höhere Chloroquine-
Konzentration verstärkte den Effekt nur geringfügig. Die starke Beeinträchtigung des 
gesamten HAV-Titers deutet darauf hin, dass LROs eine essentielle Rolle bei der 
Virusvermehrung einnehmen müssen. Zu berücksichtigen ist jedoch, dass CQ auch die 
Funktionen anderer Organellen wie Endosomen und Autophagosomen inhibiert. 
 
 
Abb. 25: Die HAV-Replikation (A) und dessen nicht-lytische Freisetzung (B) sind von lysosomalen 
Funktionen abhängig. HepG2-Zellen wurden in 6 cm Schalen umgesetzt und am Folgetag mit HAV infiziert 
(MOI = 1). Zwei Tage nach Infektion wurden die Inhibitoren in entsprechenden Konzentrationen auf die Zellen 
gegeben (CQ = 0 μM, 20 μM und 40 μM; V-1 = 0 μM, 10 μM und 20 μM) und die Zellen für sieben Tage mit 
den Inhibitoren behandelt. Zur Bestimmung des extrazellulären Titers wurde das Medium von den Zellen 
abgenommen, tote Zellen abzentrifugiert und der Überstand zur Endpunkttitration verwendet. Das gleiche 
Volumen an Medium wurde auf die Zellen gegeben und diese durch dreimaliges Einfrieren und Auftauen 
lysiert, mit Ultraschall behandelt, Zelltrümmer abzentrifugiert und der Überstand zur Bestimmung des 
intrazellulären HAV-Titers mittels Endpunkttitration verwendet. 
 
Die Inhibition der Fusion von Lysosomen mit der Plasmamembran durch Vacuolin-1 zeigte 
im Vergleich zu Chloroquine eine moderate Reduktion des intrazellulären Titers von 
1,0x106/mL auf 1,6x105/mL. Der extrazelluläre HAV-Titer wurde hingegen stark reduziert 
von 4,3x106/mL auf 8,5x103/mL (Abb. 25B). Die Erhöhung der Vacuolin-1-Konzentration 
von 10 μM auf 20 μM verstärkte diesen Effekt und der extrazelluläre Titer sank weiter bis 
auf 5,2x102/mL während der intrazelluläre Titer lediglich bis auf 8,8x104/mL abfiel. Die 
stark verringerte Freisetzung von HAV-Partikeln in das extrazelluläre Medium nach 





an der Virussekretion beiteiligt sind. Die Reduktion des intrazellulären HAVs könnte durch 
die inhibierte Freisetzung neu synthetisierter Partikel und eine damit verbundene 
verminderte Reinfektion erklärt werden. 
Alle hier gezeigten Experimente zur Lokalisierung von HAV in Lysosomen, zur Kinetik von 
HAV sowie die Inhibitor-Experimente zur Rolle und der Lysosomen für den  
HAV-Lebenszyklus wurden auch in FRhK-4-Zellen durchgeführt und zeigten die gleichen 
Ergebnisse.    
 
 
Zusammendfassend lässt sich sagen, dass Lysosomen-ähnliche Organellen für den 
Lebenszyklus von HAV essentiell sind. In Zellkultur akkumulieren HAV-Partikel im 
Verlauf einer Infektion in Lysosomen-ähnlichen Organellen und reichern sich dort an. In den 
LROs findet die finale Reifungsspaltung der Capsidproteine durch die lysosomale Protease 
Cathepsin L statt. Auch zeigen die Ergebnisse, dass die nicht-lytische Freisetzung der 







Das Hepatitis A-Virus ist aufgrund seines starken Hepatotropismus und der langsamen 
Replikation einzigartig innerhalb der Familie der Picornaviren (Gauss-Müller &  
Deinhardt, 1984; Vallbracht et al., 1984). Auch die Aminosäuresequenzen der einzelnen 
HAV-Proteine unterscheiden sich bezüglich ihrer konservierten Sequenzbereiche sowie ihrer 
Grenzen innerhalb des Genoms (Cohen et al., 1987). Im Gegensatz zu anderen Vertretern 
der Familie, bei denen nach in infizierten Zellen etwa 1000-100.000 Virus-Partikel pro Zelle 
nachweisbar sind, liegen bei HAV nur etwa 10 Partikel pro Zelle vor (Anderson, 1987; 
Racaniello, 2001). Grund dafür ist die sehr langsame und ineffiziente Replikation, mit der 
Folge sehr geringer Expressionsraten der Virusproteine, die die Grundlagenforschung zu 
diesem Virus erschwert (Siegl, 1992; Updike et al., 1991). Bis dato sind weder der 
spezifische Rezeptor sowie die zellulären Membranen, die bei der Replikation oder dem 
Assembly beteiligt sind, noch der Mechanismus der Freisetzung bekannt. Bekannt ist jedoch, 
dass die Freisetzung auf nicht-lytischem Weg erfolgt und dass HAV in Zellkulturen 
persistierende Infektionen verursachen kann. Aufgrund einer Balance zwischen 
Virusreplikation und dem Zellmetabolismus, welcher durch die Replikation von HAV nicht 
unterdrückt wird, können in Zellkultur lediglich maximale HAV-Titer mit einer TCID50 von 
109/mL erreicht werden (Kiernan et al., 1987; Vallbracht et al., 1984). Weiter zeichnet HAV 
eine starke Resistenz gegenüber hohen Temperaturen und niedrigen  
pH-Werten aus, wodurch es sich zusätzlich von vielen anderen Picornaviren unterscheidet 
(Melnick, 1992; Siegl et al., 1984). 
Bisher ist über die Eigenschaften und Funktionen der einzelnen Virusproteine nur wenig 
bekannt, da die viralen Proteine im Verlauf einer Infektion nicht detektiert werden können. 
Eine Lösung dafür bietet die Überexpression der Proteine, was zwar nicht den 
physiologischen Gegebenheiten in vivo entspricht, aber dennoch Aufschluss über bestimmte 
Charakteristiken und Eigenschaften der Proteine geben kann. So kann es durchaus sein, dass 
identifizierte Funktionen für die Virusvermehrung zwar essentiell, aufgrund der geringen 
Expressionsrate jedoch nur wenig effektiv sind, und im Verlauf einer Infektion somit nicht 
nachgewiesen werden können. Die Bildung von Kompartimenten zur Replikation durch die 
Rekrutierung von Membranen kann hier für HAV den entscheidenden Vorteil bringen, um 






4.1 Charakteristiken und Funktionen der Nicht-Strukturproteine von HAV 
 
In dieser Arbeit wurden speziell die überexprimierten HAV-Proteine analysiert, welche 
aufgrund von Sequenzmotiven die Möglichkeit haben mit intrazellulären Membranen zu 
interagieren. Die Proteine 2B, 2C, 2BC, sowie 3A, 3AB und 3ABC besitzen jeweils 
hydrophobe Regionen innerhalb ihrer Aminosäuresequenz, die eine Assoziation mit 
Membranen möglich machen. Die Assoziation der überexprimierten HAV-Proteine mit 
Membranen konnte zunächst durch die Trennung von cytosolischen Proteinen und 
Membranproteinen in einer Immunoblot-Analyse bestätigt werden. Alle analysierten 
Proteine konnten hauptsächlich in der Membranfraktion detektiert werden. 
Da bei der Immunoblot-Analyse eine Detektion mit den HAV-Protein-spezifischen 
Antikörpern nicht möglich war, wurden zu diesem Zweck Fusionskonstrukte hergestellt, 
deren intrazelluläre Verteilung zuvor durch eine indirekte IF-Analyse mit den nativen 
Proteinen verglichen wurde. Bereits hier konnten Veränderungen in der intrazellulären 
Verteilung der Proteine festgestellt werden, besonders dann, wenn das Tag an der Seite der 
hydrophoben Region fusioniert war. Die hydrophobe Region scheint folglich für die 
intrazelluläre Verteilung des jeweiligen HAV-Proteins eine wichtige Rolle zu spielen. 
Außerdem konnte durch die Immunoblot-Analyse gezeigt werden, dass das 3C-Protein 
teilweise vom Fusionskonstrukt 3ABC-myc nach Expression in Zellkultur abgespalten wird. 
Durch die Abspaltung verliert 3C seine Assoziation mit Membranen und konnte in der 
Fraktion der cytosolischen Proteine nachgewiesen werden. Dieser Befund ist besonders für 
die Interpretation der Ergebnisse aus der Immunfluoreszenz-Analyse wichtig, da dort nicht 
zwischen 3ABC- und abgespaltenem 3C-myc unterschieden werden kann. 
Nach Expression der Proteine in Zellkultur sollte nun versucht werden, mögliche 
intrazelluläre Veränderungen zu identifizieren und gegebenfalls Assoziationen mit 
bestimmten Membranen und Organellen nachzuweisen. Hierfür wurde zunächst die Methode 
der Immunfluoreszenz gewählt. Dabei können durch die Kombination von Antikörpern 
gleichzeitig Virusproteine und Zellorganellen sichtbar gemacht werden, was den Vergleich 
der Zellstrukturen mit und ohne die Expression von Virusproteinen erlaubt. Zur Analyse 
wurden das ER, der Golgi Apparat, ERGIC, Mitochondrien, Lysosomen, Endosomen, 
Autophagosomen, Peroxisomen und COPII-Vesikel sowie Aktin und α-Tubulin über 
Antikörper detektiert. Identifizierte Veränderungen nach der Expression der HAV-Proteine 





näher untersucht werden, was sich jedoch aufgrund der geringen Expression der Proteine als 
schwierig erwies. 
Das HAV-Protein 2B unterscheidet sich maßgeblich von den 2B-Proteinen anderer 
Picornaviren und ist mit einer Länge von 251 AS um ganze 100 AS länger. Die hydrophobe 
Region liegt zwischen den AS 175-195 und somit in der C-terminalen Region des Proteins. 
Bisherige Studien zu diesem Protein konnten zeigen, dass nach Überexpression nahe dem 
ER ein tubulär-vesikuläres Netzwerk unbekannten Ursprunges entsteht mit dem 2B 
kolokalisiert (Gosert et al., 2000). Auch konnte eine Kolokalisation mit dem ER und mit 
Mitochondrien sowie ein Rearrangement der ER-Membranen nachgewiesen werden  
(Gosert et al., 2000; de Jong et al., 2008; Paulmann et al., 2008; Teterina et al., 1997a).  
Bei den hier durchgeführten Analysen des 2B-Proteins wurde die Rolle der hydrophoben 
Membranregion auf die intrazelluläre Verteilung besonders deutlich. Einhergehend mit der 
Entstehung eines tubulär-vesikulären Netzwerkes nahe dem ER konnten in dieser Arbeit 
nach Überexpression von HAV-2B Veränderungen der ER-Golgi-Intermediate-
Compartments identifiziert werden. Die ERGIC-Strukturen wurden erstmals 1992 als 
tubulär-vesikuläre Strukturen zwischen dem ER und dem Golgi Apparat beschrieben und 
spielen sowohl für den Transport vom ER zum Golgi Apparat, als auch für die Sortierung 
der zu transportierenden Proteine eine funktionelle Rolle (Hauri & Schweizer, 1992). In 
dieser Arbeit war eine Akkumulation der ERGIC-Strukturen in 2B-exprimierenden Zellen zu 
sehen, bei der die sonst feinen, nahe dem Zellkern verteilen ERGIC-Strukturen zu 
verklumpen schienen. Eine Blockierung des ER-zu-Golgi-Transports durch die Erstarrung 
oder Verklumpung der ERGIC-Strukturen durch HAV-2B konnte jedoch nicht 
nachgewiesen werden. Auch konnte im Verlauf einer HAV-Infektion keine Akkumulation 
der ERGIC-Strukturen identifiziert werden.  
Eine Kolokalisation mit dem ER sowie mit Mitochondrien, wie sie bei Gosert et al., de Jong 
et al. und Paulmann et al. beschrieben wurden, konnte nicht bestätigt werden. Diese 
kontroversen Befunde könnten dadurch erklärt werden, dass sowohl Gosert et al. als auch de 
Jong et al. für ihre Analysen eine C-terminal myc-getagte Variante des Proteins verwendet 
haben, während in dieser Arbeit das native 2B oder auch das Flag-2B für die IF-Analysen 
ausgewählt wurde. Da in dieser Arbeit nach der Deletion der hydrophoben Region des  
2B-Proteins ein sehr starkes Rearrangement von ER-Membranen detektiert werden konnte, 
sowie eine Kolokalisation mit dem ER, kann vermutet werden, dass für die Assoziation mit 





der wahrscheinlich bei korrekter Faltung des Proteins vom C-Terminus überlagert wird. 
Bestätigend dafür konnte durch Inkubation der Zellen bei 40°C nach Transfektion des 
nativen 2B-Proteins der gleiche Effekt wie durch die Deletion des C-Terminus erreicht 
werden. Hier könnte eine durch den Zellstress verursachte Fehlfaltung des Proteins die 
Region, welche mit dem ER interagieren kann, an der äußeren Seite des Proteins präsentiert 
werden, was zum Rearrangement des ERs und zur Kolokalisierung von 2B mit dem ER 
führen könnte (Hetz, 2012). 
Das C-terminale myc-Tag bei Gosert et al. und de Jong et al. könnte eine Beeinflussung der 
hydrophoben Region oder eine veränderte Faltung des Proteins zur Folge gehabt haben. In 
dieser Arbeit konnte zudem durch Vergleiche der intrazellulären Verteilung des nativen  
2B-Proteins mit den getagten Proteinen ein Unterschied in der Verteilung des 2B-myc 
festgestellt werden. Das myc-Tag führte zur Bildung von großen 2B-Akkumulationen, sodass 
für die Immunoblot-Analysen letztlich das Flag-2B ausgewählt wurde. Auch wurde das ER 
in dieser Arbeit durch den Nachweis der Protein-Disulfid-Isomerase detektiert, was bei de 
Jong et al. über das Markerprotein Calretikulin erfolgte. Beide Proteine sind zwar im Lumen 
des ERs lokalisiert und tragen zur korrekten Faltung von Proteinen bei, könnten aber 
dennoch unterschiedliche Detektionsmuster aufweisen. 
Des Weiteren kann die Wahl des experimentellen Systems eine entscheidende Rolle spielen, 
da selbst in dieser Arbeit die Aggregation der ERGIC-Strukturen lediglich in FRhK-4-
Zellen, jedoch nicht in HepG2-Zellen beobachtet werden konnte. Auch konnte die partielle 
Kolokalisation von 2B mit Mitochondrien trotz gleicher Versuchsanordnung in dieser Arbeit 
nicht bestätigt werden (Paulmann et al., 2008). 
Festzuhalten ist, dass in dieser Arbeit das 2B-Protein in der Nähe des Zellkerns lokalisiert 
werden konnte und die Anwesenheit des viralen Proteins eine Akkumulation der ERGIC-
Strukturen induzierte. Zudem hat das Protein die Möglichkeit durch eine Veränderung in der 
Proteinstruktur mit ER-Membranen zu interagieren und zu einer Veränderung der ER-
Strukturen beizutragen. 
 
Im Zusammenhang mit den veränderten Strukturen zwischen ER und dem Golgi Apparat 
durch 2B, zeigte sich nach Überexpression von HAV-3ABC eine Reduktion des Sec31-
Proteins, ein Protein, das als Teil des COPII-Protein-Komplexes in Vesikeln vom ER 
abgeschnürt wird und als Marker für den ER-zu-Golgi-Transport Verwendung findet. Weiter 





Glykoprotein des VSV die Inhibierung des Transportweges vom ER über den Golgi Apparat 
zur Plasmamembran gezeigt werden. Weder die Überexpression von 3C, noch die der 
Proteine 3A und 3AB führten zu einer Reduktion des Sec31-Proteins, sodass die Fusion aller 
drei Proteine und die dadurch entstehende Faltung des Proteins für die Blockade des 
sekretorischen Wegs von Bedeutung sind. Elektronenmikroskopische Aufnahmen zeigten 
bereits einen leichten Zerfall des Golgi Apparates nach Infektion mit HAV, was durch die 
Inhibition des Transportes vom ER zum Golgi Apparat und durch die Akkumulation der 
ERGIC-Strukturen verursacht und auch erklärt werden könnte (Klinger et al., 2001). 
Frühere Untersuchungen zur Blockade des Transportes vom ER zum Golgi Apparat durch 
HAV haben sich, aufgrund des Vergleiches mit dem nahe verwandten Poliovirus, lediglich 
mit der Analyse des HAV-Proteins 3A befasst, welches den Transport vom ER zum Golgi 
nachweislich nicht stört (Choe et al., 2005). Für die 3A-Proteine anderer Picornaviren 
(Poliovirus Mahoney 1 und Sabin 3, Coxackievirus B3) konnte hingegen eine Blockade des 
klassischen Sekretionsweg bestätigt werden (Choe et al., 2005). Für das Poliovirus wurde 
nachgewiesen, dass durch die Inhibition virale Abwehrmechanismen der Zelle, wie die 
Ausschüttung von Cytokinen und die Antigenpräsentation, supprimiert werden  
(Deitz et al., 2000; Dodd et al., 2001).  
Neueste Studien zur Herkunft der Membranen der Poliovirus-Replikationskomplexe konnten 
zudem eine Reduktion des Sec31-Proteins während einer Infektion nachweisen  
(Richards et al., 2014). Es konnte gezeigt werden, dass der Abbau des Sec31-Proteins durch 
Proteasomen katalysiert wird. Da die Replikationskomplexe des PV aus Teilen des Golgi 
Apparates und der COPI-Vesikel zusammengesetzt sind, wurde für die Bildung der 
Replikationskomplexe postuliert, dass die Blockade des ER-zu-Golgi-Transportes und die 
Fragmentierung des Golgi Apparates, die während einer Poliovirusinfektion beobachtet 
werden kann, letztendlich zur Entstehung der Replikationskomplexe beitragen  
(Richards et al., 2014). 
In dieser Arbeit verliefen die Folgeexperimente zur Analyse der Sec31-Reduktion durch 
HAV-3ABC jedoch weniger erfolgreich, da nach Überexpression von 3ABC in der 
Immunoblot-Analyse keine Reduktion des Sec31-Proteins nachgewiesen werden konnte. 
Zudem konnte im Verlauf einer HAV-Infektion mikroskopisch keine Reduktion des Proteins 
identifiziert werden, und auch eine Inhibierung des Sekretionsweges war nicht nachweisbar.  
Die Auswahl sensiblerer Nachweismethoden, wie beispielsweise ein Reportergen-Assay 





Analyse zur Rolle der ERGIC-Strukturen und zum Zerfall des Golgi Apparates durch den 
blockierten ER-zu-Golgi-Transport notwendig. 
Es ist dennoch denkbar, dass in vivo aufgrund der sehr langsamen Replikation, eine geringe 
Hemmung des ER-zu-Golgi-Transportes zur Suppression der antiviralen Abwehr stattfindet. 
Auch ist denkbar, dass die Suppression zur Rekrutierung von Membranen und damit zur 
Bildung von Replikationskomplexen wie beim Poliovirus beitragen kann. 
 
Wie 2B, soll auch das Protein 2C ein Rearrangement von Membranen induzieren. Nach 
Überexpression konnte durch elektronenmikroskopische Analysen ein kristalloides ER 
identifiziert werden (Teterina et al., 1997b). Eine am N-Terminus gelegene, amphiphatische 
α-Helix ermöglicht diesem Protein die dafür notwendige Eigenschaft zur Interaktion mit 
intrazellulären Membranen (Jecht et al., 1998; Kusov et al., 1998). Außerdem konnte bereits 
gezeigt werden, dass HAV-2C RNA binden kann, wodurch diesem Protein eine wichtige 
Funktion bei der HAV-Replikation zugeschrieben wird (Kusov et al., 1998). Zudem wurde 
eine Reduktion der Proteinbiosynthese identifiziert, die jedoch während einer  
HAV-Infektion nicht beobachtet werden kann (Gauss-Müller & Deinhardt, 1984;  
Schwarz, 2011). In Bakterien konnte nach Überexpression von 2C eine erhöhte Permeabilität 
der äußeren Membran, eine reduzierte Proteinsynthese und ein verringertes Wachstum 
nachgewiesen werden (Kusov et al., 1998).  
In dieser Arbeit führte die Überexpression zu einer Zusammenlagerung der 2C-Proteine zu 
ringförmigen Strukturen, als ob sich diese um Vesikel herum anlagerten. Diese Vesikel 
konnten weiter als Lipid Droplets identifiziert werden. Je stärker die Expression des Proteins 
war, desto stärker war zudem eine Zellschädigung zu erkennen, die sich durch einen stark 
deformierten Zellkern darstellte. Außerdem führte eine starke Expression zur verminderten 
Detektion von Mikrotubuli und von Mitochondrien, was durch Degradation und erhöhten 
Zellstress erklärt werden könnte. Die Induktion von Apoptose konnte jedoch ausgeschlossen 
werden. Da die Expressionsrate von 2C während einer HAV-Infektion sehr gering ist, kann 
vermutet werden, dass die Eigenschaften des Proteins, die während der Überexpression 
identifiziert werden, in vivo nur in sehr geringen Ausmaßen zum Tragen kommen. So ist 
weder die Reduktion der Proteinbiosynthese sowie eine Zellschädigung, noch eine 
Assoziation mit und Induktion von Lipid Droplets im Verlauf einer HAV-Infektion zu 
erkennen. Weitere Analysen zur Rolle und Funktion von Lipid Droplet für den  





Da Lipid Droplets unter anderem die Funktion haben, toxische oder auch fehlerhafte 
Zellmetabolite vom Cytoplasma abzuschirmen (Thiam et al., 2013), ist es denkbar, dass 2C 
die Lipid Droplets durch die negative Beeinträchtigung der Zelle im geringen Maße 
induziert, und die Membranen nach ihrer Entstehung zur Replikation oder auch zum 
Assembly von HAV dienen.  
In diesem Zusammenhang konnte für HCV nachgewiesen werden, dass die Entstehung der 
Lipid Droplets für das Virus-Assembly essentiell sind und eine Interaktion mit dem HCV-
Core-Protein stattfindet (Boulant et al., 2007; McLauchlan, 2009). Ob und auf welche Weise 
eine Induktion durch HCV stattfindet ist jedoch noch nicht bekannt.  
 
Für das Intermediat 2BC wurde, wie für das 2C-Protein, die Induktion eines kristalloiden 
ERs durch ein Rearrangement von Membranen nachgewiesen (Teterina et al., 1997a). In 
dieser Arbeit konnten jedoch weder eine Veränderung des ERs, noch anderer intrazellulärer 
Strukturen identifiziert werden. Wie nach Überexpression von 2C konnten ringförmige 
Strukturen durch eine Akkumulation der 2BC-Proteine beobachtet werden. Diese Ringe 
waren jedoch kleiner als die von reifem 2C, und es konnte auch keine Assoziation mit Lipid 
Droplets festgestellt werden, sodass die Entstehung dieser ringförmigen 
Zusammenlagerungen noch ungeklärt bleibt. Weder die ERGIC-Strukturen waren verändert, 
noch eine Deformation des Zellkerns war zu beobachten, sodass das Intermediat gänzlich 
andere Eigenschaften als die der Proteine 2B und 2C aufweist. Wie bei 2B wird auch hier 
deutlich, dass durch die Zugänglichkeit der Membrandomänen die Eigenschaften des 
Proteins verändert werden können. So liegen die Transmembrandomänen des Intermediates 
mit einer Größe von 586 AS zwischen AS 175-195 und 261-286 und sind somit zentral 
gelegen. Auch spielt sicherlich die Faltung des Proteins bei der Zugänglichkeit von 
bestimmten Sequenzmotiven eine wichtige Rolle.  
     
Für das HAV-3A wurde bereits mehrfach beschrieben, dass dieses als Intermediat 3AB und 
3ABC die Funktion eines Membranankers übernimmt (Beneduce et al., 1999;  
Ciervo et al., 1998; Kusov et al., 1997; Pisani et al., 1995). Für die Assoziation mit 
Membranen ist eine zentral gelegene, amphiphatische α-Helix verantwortlich, die etwa 1/3 
des nur 17 kDa großen Proteins ausmacht (Beneduce et al., 1997). Während es als 
Intermediat 3AB, den vermeintlichen Proteinprimer 3B (VPg) für die Replikation innerhalb 





Assoziation mit Mitochondrien dazu, die virale Protease 3C in die räumliche Nähe von 
MAVS zu bringen, was die Spaltung von MAVS zur Folge hat und dadurch die Inhibition 
der IFN-β-Synthese (Paulmann et al., 2008; Takegami et al., 1983; Yang et al., 2007).  
In Übereinstimmung damit, konnte für alle drei HAV-Proteine, 3A, 3AB und 3ABC, eine 
Kolokalisation mit Mitochondrien identifiziert werden. Die Funktion von 3A als 
Membrananker wurde durch die Expression der Protease 3C bestätigt, welche ohne den 
Membrananker 3A nicht mit Mitochondrien assoziiert war. Auch nach subzellulärer 
Fraktionierung konnte das abgespaltene 3C-Protein hauptsächlich in der cytosolischen 
Fraktion nachgewiesen werden. Alle drei Proteine bildeten durch die Assoziation mit 
Mitochondrien in der IF-Analyse scheinbar ringförmige Strukturen aus. Ein biochemischer 
Nachweis der Assoziation von 3A und den Intermediaten mit isolierten Mitochondrien war 
jedoch aufgrund von zu geringen Transfektionsraten und auch Expressionsraten nicht 
möglich. Bei den Mitochondrien, welche mit 3A oder den Intermediaten assoziiert waren 
konnte eine morphologische Veränderung festgestellt werden. Es war eine Abrundung der 
Organellen, sowie deren Akkumulation um den Zellkern herum zu beobachten, was auf eine 
Störung des Transportes der Organellen durch das Cytoskelett hindeutet.  
Im Zusammenhang damit konnte nach Überexpression des 3A-Proteins die Akkumulation 
von Aktin zu ringförmigen Strukturen nachgewiesen werden, welche sich vermutlich, 
aufgrund der Größe der Aktinringe, um Mitochondrien herum gebildet haben. Auch die 
Akkumulation des Aktins könnte durch einen gestörten Transport der Mitochondrien 
induziert worden sein. Sowohl aufgrund der Akkumulation der Mitochondrien nahe dem 
Zellkern, als auch aufgrund der Akkumulation der ERGIC-Strukturen wäre es durchaus 
denkbar, dass hier Membranen und Proteine zur Ausbildung von Replikationskomplexen 
nahe dem Zellkern angehäuft werden. 
Eine Kolokalisation von HAV-3A mit Autophagosomen, welche durch Paulmann 
(unveröffentlicht) mehrfach beobachtet werden konnte, konnte durch diese Arbeit nicht 
bestätigt werden. Eine mögliche Erklärung dafür wäre, dass die Assoziation nur in einem 
kleinen Zeitfenster unter speziellen Bedingungen stattfindet und somit nur schwer 
nachweisbar ist. Da die Assoziation von 3A und Mitochondrien bereits nachgewiesen 
werden konnte, wäre es denkbar, dass 3A aufgrund von Mitophagie in Assoziation mit 
Autophagosomen nachgewiesen werden konnte. Mitophagie ist eine Qualitätskontrolle der 





in Autophagosomen/-lysosomen stattfindet (Ding & Yin, 2012). Dieser Mechanismus könnte 
die zeitliche Begrenzung der Kolokalisation erklären. 
Für HCV konnte bereits eine solche Induktion der Mitophagie während einer Infektion 
nachgewiesen werden. Parkin und PINK1, zwei Enzyme, die an geschädigte Mitochondrien 
binden und für die Einleitung der Mitophagie verantwortlich sind, wurden verstärkt bei einer 
HCV-Infektion an Mitochondrien gebunden nachgewiesen und durch Silencing  
dieser Enzyme konnte die Replikation von HCV verhindert werden  
(Kim et al., 2013). Die Induktion der Mitophagie erfolgt wahrscheinlich aufgrund erhöhter 
Calciumkonzentrationen in den Organellen, die während einer HCV-Infektion detektiert 
werden können (Piccoli et al., 2007; Wang & Weinman, 2013).  
Da die Induktion von Autophagie durch HAV-3A nicht nachgewiesen werden konnte, wäre 
eine weitere Möglichkeit, dass 3A nur an bereits existierende Autophagosomen bindet. Da 
Autophagosomen aus Kontaktstellen von ER und Mitochondrien entstehen (Dunn, 1990;  
Lee et al., 2012), und HAV-3A durch die Störung des mitochondriellen Transportes diese 
Strukturen in räumliche Nähe zueinander bringt, ist eine Beteiligung von Autophagosomen 
oder Autophagosomen-ähnlichen Membranen bei der Replikation nicht auszuschließen.  
Auch für das nah verwandte Poliovirus ist bekannt, dass es die Membranen der 
Autophagosomen für die Replikation sowie die Morphogenese nutzt (Jackson et al., 2005; 
Strauss et al., 2003; Suhy et al., 2000). Hier sind die Proteine 2BC und 3A an der 
Entstehung der Autophagosomen-ähnlichen Vesikel beteiligt (Suhy et al., 2000; Taylor & 
Kirkegaard, 2007). 
Für HAV konnte jedoch weder eine veränderte Calcium-Homöostase (Gauss-Müller & 
Deinhardt, 1984), noch eine Induktion von oder Kolokalisation mit Autophagosomen 
nachgewiesen werden. Auch Mitochondrien blieben während einer HAV-Infektion 
unverändert. Dennoch sollte die Rolle der Mitophagie in zukünftigen Experimenten durch 
eine Immunfluoreszenz-Analyse durch eine Färbung von Mitochondrien und 
Autophagosomen überprüft werden. 
Passend zur Theorie der Mitophagie konnte eine partielle Kolokalisation der Intermediate 
3AB und 3ABC mit Lysosomen nachgewiesen werden. Diese könnte auf einen Abbau der 
Mitochondrien durch Autolysosomen hindeuten. Eine Assoziation mit Autophagosomen 
konnte jedoch nicht identifiziert werden, vielleicht ein weiteres Indiz dafür, dass es sich um 





wichtigen Teil des Lebenszyklus von HAV dar und sind zudem für die Freisetzung neu 
synthetisierter Virionen verantwortlich, was im Folgenden näher beschrieben wird.  
 
Für die Nicht-Strukturproteine von HAV kann zusammengefasst werden, dass die 
Expression von HAV-2B zur Akkumulation der ERGIC-Strukturen führt. Eine Veränderung 
der Proteinstruktur (Deletion, Erhitzen) induzierte strukturelle Veränderungen des ERs, mit 
denen das HAV-2B kolokalisierte. Nach Überexpression von HAV-2C konnte eine 
Beeinträchtigung der Zelle festgestellt werden (Zellkerndeformation, reduzierter Nachweis 
von Mitochondrien und Mikrotubuli). Auch konnte eine Kolokalisation mit Lipid Droplets 
nachgewiesen werden. Das Intermediat HAV-2BC wies keine Charakteristiken seiner 
Spaltungsprodukte auf und es konnten auch keine weiteren Funktionen und Eigenschaften 
festgestellt werden. HAV-3A, HAV-3AB und HAV-3ABC sind mit Mitochondrien 
assoziiert und HAV-3AB, sowie HAV-3ABC zudem partiell mit Lysosomen. 
Überexprimiertes HAV-3A induzierte die Bildung von ringförmigen Aktinstrukturen und die 
Expression von HAV-3ABC führte zur Reduktion des Sec31-Proteins und zu einer 
Inhibition des ER-zu-Golgi-Transports.  
 
 
4.2 Reifung und Freisetzung von HAV durch Lysosomen 
 
Die Funktionen und Eigenschaften einzelner HAV-Proteine im Verlauf einer HAV-Infektion 
zu beobachten und auch nachzuweisen ist aufgrund der langsamen Replikation sehr 
schwierig. So konnte intrazellulär bisher lediglich die Suppression der IFN-β-Transkription 
in Zellkultur nachgewiesen werden. Deswegen war es umso überraschender, dass eine 
Kolokalisation mit Lysosomen nicht nur von den überexprimierten Intermediaten 3AB und 
3ABC, sondern auch von HAV-Partikeln während einer Infektion zu erkennen war. Sowohl 
durch konfokale Laserscanning-Mikroskopie als auch durch die Isolierung von Lysosomen 
konnte HAV innerhalb lysosomaler Organellen identifiziert werden. Die schichtweise 
Aufnahme von HAV-infizierten Zellen zeigte eine tatsächliche Kolokalisation und durch die 
starke, mikroskopische Vergrößerung der Lysosomen konnte beobachtet werden, dass die 
Virus-Partikel im Inneren des Organells akkumuliert sind. Im Verlauf der HAV-Infektion 
war eine zunehmende Überlagerung der Färbung von Lysosomen und HAV zu erkennen, bis 





Strukturen in der Nähe des Zellkerns (Flehmig, 1980; Klinger et al., 2001). Mit steigender 
Infektion konnte ein Anschwellen der Lysosomen beobachtet werden, wahrscheinlich 
aufgrund der Akkumulation der HAV-Partikel. Auch in der Immunoblot-Analyse zeigte sich 
eine Veränderung der Organellen durch die breitere Verteilung im Dichtegradienten. Die 
beobachteten Veränderungen der Lysosomen können ein Indiz dafür sein, dass es sich nicht 
um Lysosomen im klassischen Sinne handelt, sondern um Lysosomen-ähnliche Organellen 
(LRO), die eine veränderte Proteinzusammensetzung aufweisen (Voeltz et al., 2013).  
Zur Detektion der Lysosomen wurde in dieser Arbeit ein anti-LAMP2-Antikörper 
verwendet, welcher das lysosomale Membranprotein LAMP2 detektiert. Dieses Protein 
kommt jedoch nicht nur in Lysosomen, sondern kommt auch aufgrund der Fusion der 
Organellen in Membranen der Endosomen und Autophagosomen vor. Da keine 
Kolokalisation von HAV mit Autophagosomen oder auch Endosomen identifiziert werden 
konnte, scheinen die LAMP2-positiven Organellen, mit denen die HAV-Färbung 
übereinstimmt, Lysosomen oder auch LROs zu sein. 
Weiter konnte durch die Isolierung von Lysosomen bestätigt werden, dass HAV in LROs 
akkumuliert und sich dort anreichert. Zur Isolierung wurden die Organellen zunächst durch 
eine differentielle Zentrifugation grob von anderen Zellbestandteilen getrennt und 
anschließend durch eine Dichtegradientenzentrifugation isoliert. Die Analyse der Fraktionen 
im Immunoblot zeigte eine deutliche Co-Fraktionierung von Lysosomen und Viruspartikeln. 
Zur Identifizierung der Lysosomen wurde auch hier der anti-LAMP2-Antikörper verwendet. 
Die Dichte der detektierten lysosomalen Fraktionen von etwa 1,1 g/cm3 stimmte mit der in 
der Literatur beschriebenen Dichte für Lysosomen überein (Graham, 2001a). Auch die 
Verteilung der Lysosomen über mehrere Fraktionen im Dichtegradienten wird in der 
Literatur beschrieben und ist aufgrund der starken Diversität der Organellen bezüglich der 
Morphologie und Funktion nicht zu verhindern (Graham, 2001a; Della Valle et al., 2011).  
Zur Kontrolle wurden die Fraktionen des Gradienten noch auf weitere Zellbestandteile wie 
ER, Golgi, Endosomen, Peroxisomen, Autophagosomen und Mitochondrien untersucht. Als 
einziges konnten neben Lysosomen Mitochondrien innerhalb des Gradienten nachgewiesen 
werden. Diese weisen jedoch eine größere Dichte von etwa 1,4 g/cm3 auf und konnten 
hauptsächlich in der Fraktion 4 detektiert werden (Graham, 2001b). Zwar überlappen die 
Fraktionen der LROs und Mitochondrien in geringem Maße, jedoch entspricht das Muster 
der Fraktionierung von HAV sehr genau dem der LROs, sodass davon ausgegangen werden 





Zum Nachweis von HAV wurde für die Immunoblot-Analysen auf den anti-HAV-VP1-
Antikörper zurückgegriffen, da der anti-7E7-Antikörper nur Capsidstrukturen intakter 
Virionen detektiert und somit nicht verwendet werden konnte. Der anti-HAV-VP1-
Antikörper hatte hier den Vorteil, dass dieser sowohl das Capsidprotein VP1, welches in 
reifen Virionen vorkommt, als auch das Intermediat VP1-2A detektiert, welches auf der 
Oberfläche von noch nicht vollständig gereiften Virionen identifiziert werden kann  
(Kusov et al., 1992). Bei der Analyse der Gradienten-Fraktionen fiel auf, dass in den 
lysosomalen Fraktionen nicht nur reifes VP1, sondern auch das Intermediat identifiziert 
werden konnte. Die HAV-Kinetik zeigte zudem, dass sich das Verhältnis von reifem zu nicht 
reifem VP1 im Verlauf der Infektion in Richtung des reifen VP1 verschiebt. Dieses Ergebnis 
lies vermuten, dass Lysosomen an der Reifung von HAV beteiligt sein könnten. 
  
Die Verlängerung des Capsidproteins VP1 durch das 2A-Protein ist einzigartig in der 
Familie der Picornaviren und seine Prozessierung stellt im Lebenszyklus von HAV den 
finalen Schritt der Reifung dar (Graff et al., 1999; Martin et al., 1999). Auch ist bereits 
bekannt, dass diese Reifungsspaltung nicht durch die virale Protease 3C, sondern durch eine 
zelluläre Protease katalysiert wird. Interessant war hierbei die Arbeit von Morace et al., die 
potentielle, zelluläre Proteasen bezüglich der Spaltung von VP1-2A untersucht haben. 
In vitro konnte hier die Spaltung des Intermediates durch die lysosomale Protease  
Cathepsin L gezeigt werden. Weitere Untersuchungen zur Funktion der Protease während 
einer HAV-Infektion, sowie zur Zugänglichkeit von HAV für die Protease im zellulären 
System wurden jedoch nicht durchgeführt (Morace et al., 2008).  
Da die Zugänglichkeit der Virionen für Cathepsin L durch den Nachweis der HAV-Partikel 
innerhalb der LROs bereits durchgeführt war, sollte anschließend die Reifungsspaltung der 
Virionen durch die lysosomale Protease Cathepsin L näher untersucht werden. Hierfür wurde 
die Methode des shRNA-vermittelten Knock-downs über lentiviralen Gentransfer 
ausgewählt. Hierbei werden zunächst gentechnisch veränderte, lentivirale Partikel 
hergestellt, die für eine spezifische shRNA zum Knock-down von Cathepsin L kodieren. 
Diese Partikel dienen anschließend dem Gentransfer in gewünschte Zellen, und der Transfer 
der shRNA führt letztlich zur Runterregulation des entsprechenden Proteins. Als Kontrolle 
dient ein Plasmid, welches eine sogenannte Scramble-Sequenz enthält, die keine 
Runterregulation von Proteinen hervorrufen soll. Die erfolgreiche Produktion der Partikel 





Partikel wurden diese zur Transduktion von HepG2-Zellen verwendet. Da stabile Knock-
down-Zellen hergestellt werden sollten, wurde die Effizienz der Transduktion nicht näher 
evaluiert. Nach vier Tagen konnten die erfolgreich transduzierten Zellen mit Hilfe der 
Selektion durch Puromycin identifiziert werden. Diese wurden drei Wochen in Puromycin-
haltigem Medium kultiviert und anschließend wurde der Erfolg des Cathepsin L-Knock-
downs der mRNA durch eine RT-PCR analysiert. Im Vergleich zu den Kontrollzellen 
(Scramble) konnte eine 50 %ige Reduktion der Cathepsin L-mRNA in den HepG2-Zellen 
festgestellt werden, welche die für Cathepsin L-spezifische shRNA exprimieren.  
Um die Beteiligung von Cathepsin L an der Reifungsspaltung von VP1-2A zu analysieren, 
wurden die Knock-down-Zellen anschließend mit HAV infiziert und sechs Tage nach 
Infektion die Menge an VP1 und VP1-2A im Immunoblot analysiert. Der Zeitraum von 
sechs Tagen wurde gewählt, da nach dieser Zeit experimentell die ersten Virionen in den 
Lysosomen identifiziert werden können, und somit die vermeintliche Reifungsphase der 
Virionen erreicht ist. Es wurden jeweils gleiche Proteinmengen der Zelllysate für die 
Analyse verwendet und die Capsidproteine durch anti-HAV-VP1-Antikörper detektiert. Die 
Quantifizierung der relativen Bandenintensität erfolgte durch die Software ImageJ. Daraus 
wurde das Verhältnis von VP1 zu VP1-2A von Cathepsin L-Knock-down-Zellen und den 
Kontrollzellen berechnet. Da aufgrund von natürlichen Schwankungen in Zellkultursystemen 
die Stärke der Infektion von HAV in Cathepsin L- und Scramble-Zellen trotz gleicher MOI 
durchaus unterschiedlich sein kann, wurden die Anteile der Proteine prozentual zum 
gesamten VP1 (VP1 + VP1-2A) berechnet. Im Vergleich zu den Scramble-Zellen konnte 
eine um etwa 45% reduzierte Spaltung von VP1-2A festgestellt werden, was die Beteiligung 
der lysosomalen Protease Cathepsin L an der Reifung von HAV-Virionen bestätigt und 
damit zugleich die Reifung von HAV in LROs. Eine Reduktion des HAV-Titers konnte in 
den Knock-down-Zellen jedoch nicht beobachtet werden, da die unreifen Virionen trotz der 
fehlenden, finalen Reifungsspaltung infektiös sind (Cohen et al., 2002; Feng et al., 2013). 
Da es sich um erste Untersuchungen zur Reifungsspaltung von HAV durch Cathepsin L 
handelt, sollten diese noch durch weitere Experimente bestätigt werden, die aus zeitlichen 
Gründen nicht mehr möglich waren. Es wäre auch denkbar, dass weitere lysosomale 
Proteasen an der Spaltung von VP1-2A beteiligt sind, was durch einen Knock-out von 
Cathepsin L oder auch anderen lysosomalen Proteasen untersucht werden könnte. Da die 
Spaltung von VP4-VP2 noch gänzlich ungeklärt ist wäre auch hier eine Spaltung des 





Neben den lysosomalen Fraktionen, welche VP1 positiv waren, konnte auch in der ersten 
Fraktion des Gradienten, welche keine lysosomale Fraktion darstellt, VP1 detektiert werden. 
Da dort hauptsächlich reifes VP1 nachgewiesen wurde und in dieser Fraktion im Verlauf der 
HAV-Infektion eine Zunahme des reifen VP1 stattfand, lag die Vermutung nahe, dass es sich 
um Virus handeln könnte, mit dem die Zelle infiziert wurde und um neu synthetisiertes 
Virus, welches die Zelle reinfiziert hat.  
Um dies zu überprüfen, wurde die Dichtegradientenzentrifugation mit aufgereinigtem HAV 
durchgeführt. Das verwendete HAV-Lysat wurde zuvor ultraschallbehandelt und über einen 
Sucrose-Gradienten aufgereinigt, wodurch Membranen und weitere Zellbestandteile entfernt 
werden. Das aufgereinigte Virus konnte ausschließlich in der ersten Fraktion identifiziert 
werden, wodurch die Theorie bestätigt wird, dass es sich um nicht-membrangebundenes 
Virus handelt und somit die Herkunft aus Inoculum und Re-Infektion wahrscheinlich ist.  
Übereinstimmend mit der Anreicherung der HAV-Partikel in LROs, konnten bereits frühe 
elektronenmikroskopische Aufnahmen von HAV zeigen, dass HAV-Partikel intrazellulär 
und auch extrazellulär in Membran-Vesikel eingeschlossen sind, deren Ursprung jedoch 
nicht näher identifiziert werden konnte (Asher et al., 1987; Heinricy et al., 1987;  
Provost et al., 1975; Shimizu et al., 1982; Stierhof, 1989). Neueste Studien dazu konnten in 
Membranen eingeschlossenes HAV (eHAV) sowohl in Zellkulturüberständen, als auch im 
Blut von Schimpansen nachweisen und isolieren (Feng et al., 2013). Aufgrund bestimmter 
Markerproteine wurde vermutet, dass die Membranen exosomalen Ursprungs sind und die 
Sekretion über Exosomen somit ein möglicher Weg der Freisetzung von HAV darstellt. 
Weiter konnte gezeigt werden, dass die Membranhülle HAV vor der Neutralisation durch 
Antikörper schützt, sodass die Freisetzung in Exosomen eine mögliche Strategie für HAV 
darstellt, sich in der Leber zu verbreiten ohne vom Immunsystem erkannt zu werden  
(Feng et al., 2013). Es konnte auch nachgewiesen werden, dass die Membranhülle nicht 
durch Gallensäfte entfernt werden kann (Feng et al., 2013). Da HAV im Stuhl jedoch ohne 
Assoziation mit Membranen ausgeschieden wird, ist anzunehmen, dass noch ein zweiter 
Mechanismus der Freisetzung existiert (Feinstone et al., 1973; Schulman et al., 1976). Da 
Hepatocyten stark polarisierte Zellen sind (Treyer & Müsch, 2013), ist denkbar, dass die 
Freisetzung über Exosomen auf der basalen Seite in Richtung des Blutes stattfindet, auf der 
apikalen Seite in Richtung der Galle ein anderer Freisetzungsmechanismus benutzt wird, um 
ohne Membranhülle sezerniert zu werden. Dies wird dadurch bekräftigt, dass eHAV 





abgespalten wurde, im Stuhl hingegen nur reifes HAV nachgewiesen werden kann  
(Feng et al., 2013; Rachow et al., 2003). Da die Reifung von HAV in den LROs stattfindet, 
stellen diese Organellen einen plausiblen Weg für HAV dar, die Zelle als reifes Virus zu 
verlassen. Auch vorstellbar ist, dass eHAV durch Wiedereintritt über Endocytose direkt zu 
den Lysosomen transportiert werden kann, dort die Membranhülle entfernt wird und 
nachfolgend die Reifung und die apikale Freisetzung stattfinden. 
Da mittlerweile bekannt ist, dass Lysosomen zusätzlich zur Degradation von 
Zellbestandteilen eine Vielzahl an weiteren Funktionen übernehmen können, wie den 
Transport von Proteinen und deren Sekretion, stellen sie für HAV einen plausiblen Weg dar 
aus der Zelle freigesetzt zu werden (Blott & Griffiths, 2002). So dienen sie beispielsweise 
den Zellen des Immunsystems zur Antigenpräsentation oder können durch  
die Ausschüttung von Serotonin und Histamin Entzündungsreaktion hervorrufen  
(Holt et al., 2006; Voeltz et al., 2013). Mittlerweile sind eine Vielzahl an Mechanismen zur 
zellulären Regulation dieser Organellen bekannt, die sowohl den Transport der Organellen 
regulieren können, aber auch deren Proteinzusammensetzung und nicht zuletzt auch den  
pH-Wert (Holt et al., 2006; Schmidt et al., 2009; Xu et al., 2012). 
Für die Theorie der Freisetzung von HAV durch LROs spricht, dass HAV erst nach etwa 
sechs Tagen in diesen Organellen identifiziert werden konnte und eine Anreicherung sowie 
die Reifung in diesen Organellen nachgewiesen werden konnte. Außerdem wurden  
HAV-haltige LROs in der Nähe der Plasmamembran detektiert. Für die Theorie der 
Freisetzung spricht ebenfalls, dass der anti-7E7-Antikörper, welcher eine bestimmte 
Konformation auf der Capsidoberfläche erkennt (Ping & Lemon, 1992), HAV in LROs 
detektieren konnte, was nach sechs Tagen auf eine Anreicherung neu synthetisierter Partikel 
schließen lässt. Somit spielen LROs in späten Stadien im HAV-Replikationszyklus wie dem 
Assembly, der Reifungsspaltung und der Freisetzung eine wichtige Rolle. 
Da niedrige pH-Werte keinen Einfluss auf die Infektiösität von HAV haben, ist durchaus 
annehmbar, dass sich HAV in LROs anreichert und anschließend über diese freigesetzt wird 
(Melnick, 1992; Scholz et al., 1989). Durch die Anreicherung von HAV-Partikeln innerhalb 
der LROs könnte zumindest die vektorielle Freisetzung von HAV erklärt werden, welche 
bereits mehrfach in polarisierten Hepatocyten beschrieben wurde (Blank et al., 2000;  
Snooks et al., 2008). 
Die Inhibition der lysosomalen Sekretion durch den Inhibitor Vacuolin-1 zeigte letztendlich, 





Inhibition der Freisetzung von HAV führt. Mikroskopische Analysen zeigten, dass die 
unterdrückte Fusion der Organellen  mit der Plasmamembran zu einem starken Anschwellen 
der Organellen führte, was die Funktion des Inhibitors bestätigte. Mit dem Anschwellen der 
Lysosomen war zugleich ein Anschwellen der granularen HAV-Strukturen in der IF-Analyse 
zu erkennen, die mit den Lysosomen kolokalisierten. Die stark veränderte HAV-Verteilung 
in der Zelle macht folglich die Abhängigkeit von HAV und Lysosomen deutlich.  
Um den negativen Einfluss des Inhibitors möglichst gering zu halten, wurde zuvor die 
Zellvitalität bei verschiedenen Konzentrationen analysiert und eine Vacuolin-1-
Konzentration mit möglichst geringem Vitalitätsverlust verwendet, um damit eine Senkung 
des HAV-Titers durch Zelltod oder zu starken Stress ausschließen zu können. Zudem wurde 
auch eine höhere Konzentration des Inhibitors eingesetzt, um mögliche Auswirkungen auf 
den HAV-Titer bei niedriger Zellvitalität erfassen zu können. Wie schon bei der 
Untersuchung zur Reifung von HAV, wurde auch hier zur Analyse des HAV-Titers ein 
Zeitpunkt nach Infektion gewählt, bei dem HAV bereits in den Lysosomen nachgewiesen 
werden kann, und eine aktive Virussynthese sattfindet. Zwei Tage nach Infektion wurde der 
Inhibitor auf die Zellen gegeben und diese über sieben Tage behandelt, sodass die Analyse 
neun Tage nach Infektion stattfand. Im Vergleich zu den unbehandelten Zellen konnte ein 
starker Abfall des extrazellulären HAV-Titers bei inhibierter Fusion der Lysosomen mit der 
Plasmamembran beobachtet werden. Bereits bei der niedrigen Vacuolin-1-Konzentrationen 
von 10 μM sank der extrazelluläre Titer von 4,3x106/mL auf 8,5x103/mL, während der 
intrazelluläre Titer nur von 1,0x106/mL auf 1,6x105/mL abfiel. Hier wird deutlich, dass die 
Freisetzung von HAV stark inhibiert wurde. Diese reduzierte Freisetzung wirkt sich 
natürlich auch auf die Infektion von weiteren Zellen aus, wodurch die moderate Senkung des 
intrazellulären Titers zu erklären ist. Die Erhöhung der Inhibitor-Konzentration führte zu 
einer weiteren Reduktion beider Titer, verstärkte den Effekt der reduzierten Freisetzung 
jedoch nur minimal. Durch Vacuolin-1 verursachte Einbußen in der Zellvitalität haben 
folglich nur minimale Auswirkungen auf die Vermehrung von HAV. 
Die LRO-bedingte Freisetzung ist für HAV somit eine weitere Strategie, die Zelle auf nicht-
lytischem Weg zu verlassen. So ist vorstellbar, dass in vivo in polarisierten Hepatocyten reife 
HAV-Virionen über LROs auf apikaler Seite in Richtung der Galle freigesetzt werden. Viele 
Studien zeigen, dass die Sekretion über LROs in polarisierten Zellen durch bestimmte 
Signalmoleküle beeinflusst wird, sodass hier für HAV eine gerichtete Sortierung in Richtung 





Treyer & Müsch, 2013). Da im Blut bisher nur eHAV gefunden werden konnte und eHAV 
hauptsächlich aus unreifen Virionen besteht, ist anzunehmen, dass der Austritt über 
Exosomen, der von Feng et al. postuliert wird, auf der basolateralen Seite der Hepatocyten in 
Richtung des Blutes erfolgt (Feng et al., 2013). Beide Organellen, sowohl Exosomen als 
auch LROs, entstehen aus Multivesicular bodies. So wäre denkbar, dass unreifes HAV über 
Lysosomen in die MVBs gelangt und dort über weitere Sortierungsprozesse von Membranen 
entweder in Exosomen oder in LROs verpackt wird, und dementsprechend die Freisetzung 
auf apikaler oder basolateraler Seite stattfindet (Kowal et al., 2014; Voeltz et al., 2013). Auf 
dem Weg zur Plasmamembran erfolgt dann in den LROs die Spaltung des VP1-2A und 
anschließend die Freisetzung als reifes Virion in Richtung der Galle und die Ausscheidung 
über die Faeces, während in Exosomen die Reifungsspaltung ausbleibt.   
 
Um die Rolle der LROs für den Lebenszyklus von HAV eingehender zu untersuchen, wurde 
der Inhibitor Chloroquine verwendet, welcher in Lysosomen akkumuliert, den pH-Wert 
dadurch erhöht und einen Funktionsverlust der meisten lysosomalen Proteasen herbeiführt  
(Yoon et al., 2010). Hier war deutlich sichtbar, dass LROs neben der Freisetzung noch 
weitere Funktionen im Lebenszyklus von HAV übernehmen müssen, da sowohl der 
intrazelluläre als auch der extrazelluläre HAV-Titer stark reduziert waren. Auch hier wurden 
zur Analyse geringe und hohe Konzentrationen des Inhibitors verwendet, wobei eine höhere 
Chloroquine-Konzentration (40 μM) zu keiner verstärkten Reduktion des HAV-Titers führte. 
Eine Konzentration von 20 μM reduzierte den intrazellulären Titer von 3,2x106/mL auf 
1,6x103/mL und den extrazellulären von 2,4x107/mL auf 4,3x104/mL, sodass von einem 
proportionalen Abfall beider Titer gesprochen werden kann. 
Nach Behandlung konnte mikroskopisch im Vergleich zu unbehandelten Zellen eine sehr 
hohe Anzahl an Lysosomen innerhalb der Zelle beobachtet werden, was wahrscheinlich 
durch die Kompensation des Funktionsverlustes der LROs zu erklären ist. Es waren nur noch 
wenige der granularen HAV-Strukturen in Assoziation mit LROs zu erkennen, sodass 
anzunehmen ist, dass das Milieu der LROs eine wichtige Rolle für die Anreicherung der 
Virionen spielt. Aufgrund der proportional sehr stark abfallenden HAV-Titer kann zudem 
vermutet werden, dass LROs an der Replikation von HAV beteiligt sind und somit die 
Synthese der Viren stark eingeschränkt war. Hier könnte wieder die, im Zusammenhang mit 
dem 3A-Protein erwähnte, Mitophagie von Bedeutung sein, die eine Verbindung von 





Replikation, durch 3A an den Mitochondrien verankert ist, wäre ein Replikationskomplex 
aus allen drei Membranen denkbar. 
Zu bedenken ist jedoch, dass im Gegensatz zum Inhibitor Vacuolin-1, welcher nach 
bisherigen Kenntnissen sehr spezifisch wirkt, Chloroquine zugleich als Inhibitor für 
Endosomen und Autophagosomen verwendet wird, da dieser sich generell in Organellen mit 
niedrigen pH-Werten einlagert und damit eine Erhöhung des pH-Wertes verursacht  
(Ashfaq et al., 2011b; Cerny et al., 2004; Yoon et al., 2010). Die Auswahl der Inhibitoren 
gestaltete sich bezüglich der spezifischen Inhibition einzelner Organellen auch eher 
schwierig, da sich die Membranen der meisten Zellorganellen in einem ständigen Austausch 
befinden, und die Inhibitoren dadurch meist mehrere Funktionen der Zelle beeinflussen.  
Für Chloroquine haben Feng et al. zwar nachweisen können, dass die Behandlung keinen 
Einfluss auf die Infektion von HAV hat, die Infektion von eHAV durch Chloroquine jedoch 
blockiert wird. So ist denkbar, dass das eHAV nach Wiedereintritt in die Hepatocyten über 
Endosomen zu Lysosomen transportiert und dort von seiner Hülle befreit wird. Auch dieser 
Mechanismus könnte den niedrigen HAV-Titer nach Chloroquine-Behandlung erklären. Das 
Verhältnis der Infektionen von Hepatocyten durch HAV und eHAV wurde jedoch noch nicht 
näher untersucht. Da in dieser Arbeit der HAV-Titer im Vergleich zu unbehandelten Zellen 
um 99,9% reduziert wurde, ist es jedoch unwahrscheinlich, dass die Reduktion des Titers 
einzig auf die Blockierung des Wiedereintritts von eHAV zurückzuführen ist. Da weder die 
Überexpression der HAV-Proteine, noch eine HAV-Infektion eine Veränderung 
endosomaler Membranen verursacht hat und auch keine entsprechenden Kolokalisationen 
identifiziert wurden, ist folglich eine Beteiligung von Endosomen zu späteren Zeitpunkten 
im Lebenszyklus von HAV unwahrscheinlich. 
In einer Reihe weiterer Experimente sollte unbedingt die Rolle der Lysosomen bei der 
Replikation von HAV untersucht werden. Da zudem der Eintritt von HAV-Partikeln in die 
Lysosomen unklar ist, sollten auch dazu Versuche geplant werden. Denkbar im 
Zusammenhang mit den Erkenntnissen über die einzelnen HAV-Proteine wäre hier ein 
Eintritt über Mitophagie und Autophagosomen. Da der Primer für die Replikation im 
Intermediat 3AB durch 3A an die Mitochondrien gebunden wird, ist vorstellbar, dass eine 
Replikation dort stattfinden kann, und durch Mitophagie die Aufnahme in Autophagosomen 
eingeleitet wird, wodurch die Replikationskomplexe von HAV vom Cytosol abgeschirmt 
werden würden. Weiter folgt die Fusion der Autophagosomen mit den Lysosomen, und dort 





des HAV-Titers nach Chloroquine-Behandlung erklären, da auch Autophagosomen ihre 
Funktion durch die Behandlung einbüßen und die Replikation dadurch gestört werden 
würde. So könnte zunächst die Rolle der Mitophagie während einer HAV-Infektion durch 
Immunfluoreszenz untersucht werden. Eine vermehrte Kolokalisation von Mitochondrien 
und Autophagosomen könnte auf eine Induktion hindeuten. Auch könnte, wie bei Analyse 
der Rolle der Mitophagie für HCV, ein Silencing der Proteine Parkin und PINK1 zur 
Hemmung der Mitophagie durchgeführt, und damit anschließend der Einfluss auf eine  
HAV-Infektion untersucht werden (Ding & Yin, 2012; Kim et al., 2013).  
 
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass sich HAV-Partikel während einer HAV-Infektion in 
Zellkultur in Lysosomen-ähnlichen Organellen anreichern und diese Organellen die nicht-
lytische Freisetzung von HAV ermöglichen. Auch konnte gezeigt werden, dass die finale 
Reifungsspaltung durch die lysosomale Protease Cathepsin L katalysiert wird und somit eine 








Das Hepatitis A-Virus ist einzigartig innerhalb der Familie der Picornaviren. Die langsame 
Replikation und die geringe Anzahl an Viruspartikeln in infizierten Zellen erschweren die 
Untersuchungen zu diesem Virus. Viren sind im Allgemeinen in erheblichem Ausmaß von 
Interaktionen mit zellulären Membranen und dem Cytoskelett abhängig, um sich erfolgreich 
zu vermehren. Für einzelne Proteine des Hepatitis A-Virus wurden bereits Charakteristiken 
und Eigenschaften beschrieben, die auf eine Interaktion mit Membranen und anderen 
zellulären Proteinen hindeuten. Bisher sind für HAV jedoch weder die zur Replikation 
rekrutierten Membranen, noch der Ort des Assemblys und der Mechanismus der nicht-
lytischen Freisetzung bekannt.  
Deshalb wurden in dieser Arbeit mögliche Membraninteraktionen sowie die Induktion von 
intrazellulären Strukturveränderungen anhand von überexprimierten HAV-Proteinen in 
Zellkultur untersucht. Es wurden speziell die Proteine analysiert, welche aufgrund 
bestimmter Domänen innerhalb ihrer Aminosäuresequenz die Möglichkeit haben mit 
Membranen zu assoziieren. 
So konnte nach Expression von HAV-2B eine Akkumulation der ERGIC-Strukturen 
identifiziert werden und durch die Deletion der Transmembrandomäne eine Kolokalisation 
mit dem ER sowie ein starkes Rearrangement der ER-Membranen.  
Es konnte gezeigt werden, dass durch die Expression von HAV-2C eine noch nicht näher 
definierte Beeinträchtigung der Zelle induziert, und dass HAV-2C um Lipid Droplets herum 
lokalisiert ist.  
HAV-3A ist um Mitochondrien lokalisiert und auch die Intermediate 3AB und 3ABC 
konnten an Mitochondrien identifiziert werden. Während die Expression von HAV-3A die 
Bildung von vesikelartigen Aktinstrukturen induzierte, war nach Expression von  
HAV-3ABC eine Reduktion von COPII-Vesikel zu erkennen und eine Blockierung des  
ER-zu-Golgi-Transportes. Neben der Lokalisierung der Intermediate 3AB und 3ABC an 
Mitochondrien konnte auch eine partielle Kolokalisation der HAV-Proteine mit Lysosomen 
oder Lysosomen-ähnlichen Organellen (LROs) identifiziert werden. 
Von den zuvor identifizierten Eigenschaften der HAV-Proteine konnte einzig die 
Kolokalisation mit LROs während einer HAV-Infektion beobachtet werden. Die detektierten 





der Infektion dort an, was ein Anschwellen der Organellen zur Folge hatte. Durch Isolierung 
der Organellen konnte gezeigt werden, dass HAV in den Organellen akkumuliert und durch 
den Knock-down von Cathepsin L konnte nachgewiesen werden, dass dort die finale 
Reifungsspaltung des Capsidproteins VP1-2A durch die lysosomale Protease Cathepsin L 
katalysiert werden kann. Weitere Analysen zur Bedeutung der LROs für den Lebenszyklus 
von HAV zeigten, dass die Inhibition lysosomaler Enzyme eine starke Reduktion des  
HAV-Titers zur Folge hat. Auch konnte nachgewiesen werden, dass die nicht-lytische 
Freisetzung von HAV über die LROs erfolgt, da die Inhibition der Fusion der LROs mit der 
Plasmamembran zu einer stark reduzierten Sekretion der Virus-Partikel führte.  
Diese Ergebnisse zeigen, dass Lysosomen-ähnliche Organellen eine entscheidende Rolle im 
Replikationszyklus von HAV einnehmen und sowohl für die finale Reifungsspaltung als 
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